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Os peixes antárticos são considerados animais extremamente estenotérmicos. 
Porém, estudos têm apontado que algumas espécies são capazes de compensar 
sua taxa metabólica para lidar com o aquecimento. As brânquias são estruturas 
multifuncionais e bastante sensíveis a variações térmicas, podendo apresentar 
alterações compensatórias nos níveis das enzimas glicolíticas e mitocondriais em 
reposta à elevação térmica. O estresse térmico pode gerar, também, em excesso, 
espécies reativas de oxigênio, altamente deletérias e capazes de promover estresse 
oxidativo. Considerando as tendências de aquecimento na região da Península 
Antártica e com intuito de verificar a plasticidade térmica de duas das espécies mais 
abundantes da Baía do Almirantado, Ilha do Rei George, foram avaliados os efeitos 
do estresse térmico de curto prazo (8ºC), por 2, 6, 12, 24, 72 e 144 horas, e de longo 
prazo (4 e 8ºC), por 1, 4, 15 e 30 dias, no potencial osmorregulatório, metabolismo 
de carboidratos e sistema de defesa antioxidante em brânquias de Notothenia rossii 
e Notothenia coriiceps. As alterações observadas foram dependentes da espécie e 
dos tempos de exposição às temperaturas avaliadas. N. rossii apresentou maior 
tolerância térmica que N. coriiceps, já que indivíduos dessa espécie morreram após 
6 dias de exposição a 8ºC. Com relação ao potencial osmorregulatório, os níveis de 
atividade da Na+/K+-ATPase (NKA) aumentaram em resposta à elevação térmica 
apenas em N. rossii, provavelmente devido a um maior turnover enzimático ou como 
consequência de alteração na fluidez de membrana em decorrência da LPO. As 
consequências de maiores níveis de atividade da NKA seria uma redução da 
osmolalidade sérica e maior demanda energética pelos órgãos osmorregulatórios, 
mas que não foi verificada neste estudo. Com o estresse térmico de curto prazo, foi 
verificada uma situação de anaerobiose nas brânquias de N. rossii, através da 
elevação dos níveis de atividade da lactato desidrogenase (LDH) e de lactato. 
Porém, o metabolismo aeróbico foi recuperado, com o estresse térmico de longo 
prazo. Nas brânquias de N. coriiceps, o estresse térmico de curto prazo resultou, 
num primeiro momento, em anaerobiose, seguida por recuperação da aerobiose, 
juntamente com uma redução dos níveis de glicogênio, o que pode ser 
consequência de uma maior demanda energética. A longo prazo, a anaerobiose foi, 
mais uma vez, ativada, o que pode ter comprometido a tolerância térmica desses 
indivíduos. Nas brânquias de N. rossii, mesmo com maiores níveis de antioxidantes, 
verificou-se um maior índice de lipoperoxidação (LPO) e de proteínas carboniladas 
com o estresse térmico de curto prazo, provavelmente em resposta ao quadro de 
hipóxia tecidual. Com o estresse térmico de longo prazo o índice de LPO foi ainda 
maior, provavelmente devido a uma falha do sistema antioxidante de N. rossii em 
reposta ao estresse térmico de longo prazo. O estresse térmico de curto prazo, nas 
brânquias de N. coriiceps, não resultou em danos oxidativos, provavelmente devido 
à eficiência de seu sistema de defesa antioxidante. O estresse térmico de longo 
prazo (4ºC), resultou em maior LPO, devido à condição de hipóxia observada nessa 
situação. Considerando os resultados deste estudo, embora as brânquias de N. 
rossii tenha sofrido com elevado índice de LPO, o que pode ter comprometido o 
potencial osmorregulatório nessa espécie, N. rossii conseguiu ser aclimatada à 
temperatura de 8ºC após exposição de longo prazo, devido, provavelmente, à 
inibição do metabolismo anaeróbico. N. coriiceps, por sua vez, não conseguiu 
reverter a condição de anaerobiose, sendo essa a causa provável de sua morte. 
 
Palavras-chaves: temperatura, metabolismo de carboidratos, estresse oxidativo, 
Na+/K+-ATPase, Notothenia, aquecimento. 
 
ABSTRACT 
Antarctic fish are extremely stenothermal animals. However, studies have shown that 
some species are able to compensate their metabolic rate to deal with the higher 
costs of living at elevated temperature. The gills are very sensitive to temperature 
variations and may perform compensatory changes in the levels of glycolytic and 
mitochondrial enzymes. Heat stress can also increase the generation of reactive 
oxygen species, extremely reactive and therefore harmful molecules, capable of 
causing oxidative stress. In the latter half of the 20th century, the Antarctic Peninsula 
was among the fastest warming places on Earth. The thermal plasticity of Notothenia 
rossii and Notothenia coriiceps, Antarctic notothenids very abundant in Admiralty 
Bay, King George Island, were evaluated by short-term heat stress (8°C) for 2 6, 12, 
24, 72 and 144 hours, and long-term heat stress (4 and 8°C) for 1, 4, 15 and 30 
days. The osmoregulatory potential, carbohydrates metabolism and antioxidant 
defense system were evaluated int rhe gills of both species. The results showed that 
heat stress effects was dependant on the specie, exposure time and temperature. N. 
rossii presented higher thermal tolerance than N. coriiceps, which died after 6 days at 
8°C. With regard to the osmoregulatory potential of the gills against heat stress, the 
levels of activity of the Na+/K+-ATPase (NKA), increased only in N. rossii, probably 
due to greater enzyme turnover, or as a consequence of altered membrane fluidity 
due to LPO. The consequences of increased NKA activity levels would be serum 
osmolality decrease and increased energy demand for osmoregulatory organs, but 
this was not verified in this study. The short-term thermal stress resulted in 
anaerobiosis on the gills of N. rossii; however the aerobic metabolism was recovered 
with the long-term thermal stress. In N. coriiceps, the short-term heat stress resulted, 
at first, in anaerobiosis, and the energy demand, characterized by glycogen 
consumption, increased; aerobic metabolism was activated within 144 h. In the long 
term, anaerobiosis was activated, which may have compromised the thermal 
tolerance of N. coriiceps.. Even with the upregulation of antioxidant defence, the 
short-term heat stress caused increased lipid peroxidation (LPO) and protein 
carbonylation, probably due to tissue hypoxia in N. rossii gills. After long-term heat 
stress, the LPO levels were even higher, probably due to an inhibition of the 
antioxidant system of N. rossii. In N. coriiceps, the short-term heat stress did not 
result in oxidative damage by the efficiency of its antioxidant defense system. 
However, the long-term heat stress (4°C), resulted in higher LPO levels, probably 
due to tissue hypoxia. Although the gills of N. rossii showed a high LPO index, which 
could have compromised the osmoregulatory potential of this specie, it is likely that 
N. rossii has been acclimated to of 8°C after long-term heat stress, probably due to 
anaerobic metabolis inhibition. N. coriiceps, on the other hand, could not reverse the 
condition of anaerobiosis, which is the probable cause of the death. 
 
 
Key-words: temperature, carbohydrate metabolism, oxidative stress, Na+/K+-
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1 INTRODUÇÃO  
 
1.1 O ESTRESSE EM PEIXES 
 
Os peixes estão frequentemente expostos a fatores estressantes em seus 
ambientes naturais, tais como poluentes, variações físico-químicas como: 
concentração de gases dissolvidos na água (O2 e CO2), pH, turbidez, disponibilidade 
de alimento e temperatura (IWAMA et al., 1999). Quando submetidos a estas 
condições ambientais, os peixes precisam manter sua homeostase através de um 
conjunto complexo de respostas adaptativas denominadas respostas ao estresse 
(BARTON, 2002; YAMASHITA et al., 2010). Estas visam minimizar os efeitos 
negativos do estresse (IWAMA et al., 1999; BARTON, 2002) e são subdivididas em 
primária, secundária e terciária. 
A resposta primária ao estresse inicia-se com a percepção do estado 
alterado das condições ambientais, seguida por uma resposta 
neuroendócrina/endócrina, que resulta na liberação de hormônios do estresse, 
catecolaminas e cortisol, na corrente sanguínea (IWAMA et al., 1999; BARTON, 
2002; AFONSO et al., 2008). 
A resposta secundária é caracterizada por alterações nos níveis de 
metabólitos e íons plasmáticos e teciduais, alterações hematológicas e síntese das 
proteínas de choque térmico (Heat shock proteins - Hsp). Estes ajustes fisiológicos 
visam à manutenção da homeostase através de alterações no metabolismo 
energético, equilíbrio ácido-básico e osmótico, entre outros (IWAMA et al., 1999; 
BARTON, 2002). 
A resposta terciária é mais lenta, pois envolve alterações no comportamento 
do indivíduo submetido ao estresse, somente ocorrendo se o mesmo não for capaz 
de ser aclimatado à condição estressante (IWAMA et al., 1999). Dentre estas 
alterações sistêmicas encontram-se redução na taxa de crescimento, uma menor 
resistência a patologias, uma redução do sucesso reprodutivo e do desempenho 
natatório, podendo, inclusive, resultar em morte do animal (IWAMA et al., 1999; 
BARTON, 2002). 
 A variação na temperatura pode ser um fator estressante para os organismos 
ectotérmicos, uma vez que influencia os diferentes níveis de organização biológica 
desses animais (BASU et al., 2002; LERMEN et al., 2004; CLARKE; FRASER, 2004; 
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JAYASUNDARA et al., 2013). Estas alterações se iniciam com as taxas de difusão 
molecular e reações bioquímicas, passa pelo funcionamento de órgãos, sistemas e 
do organismo como um todo, refletindo nos padrões comportamentais da população 
(GUDERLEY-ST-PIERRE, 2002). Tem-se observado, em estudos com peixes, que o 
aumento da temperatura pode resultar em aumento da frequência e débito cardíacos 
(GOLLOCK et al., 2006), aumento na demanda energética pelos tecidos 
(GUDERLEY; ST PIERRE 2002), além de alterações no desempenho muscular e 
nos padrões de locomoção (JOHNSTON; TEMPLE, 2002). Esses resultados podem 
ser consequência dos efeitos térmicos diretos nas taxas dos processos fisiológicos, 
ou seja, maior taxa das reações bioquímicas com o aumento da temperatura 
(SEEBACHER et al., 2005; FRANKLIN et al., 2007). Como a elevação da 
temperatura pode promover uma resposta ao estresse, resultando em elevação dos 
níveis séricos de cortisol, além de prejudicar o transporte de oxigênio aos tecidos, 
algumas dessas respostas são elaboradas visando ao restabelecimento da 
homeostase (BONGA, 1997; SOKOLOVA et al., 2012). 
A faixa de temperatura na qual uma espécie de peixe consegue sobreviver e 
manter suas funções fisiológicas é dependente dos mecanismos adaptativos que 
conseguiu selecionar ao longo da evolução (YAMASHITA et al., 2010), sendo que o 
maior grau de especialização térmica é observado nos animais ectotérmicos polares 
(SOMERO et al., 1998). 
 
1.2 PEIXES ANTÁRTICOS E SUAS RESPOSTAS AO ESTRESSE TÉRMICO 
 
 Ao longo dos últimos 55 milhões de anos, os eventos geológicos que isolaram 
o continente antártico dos demais continentes permitiram o estabelecimento da 
Corrente Circumpolar Antártica (CCA) (EASTMAN, 1993). Com a CCA, as águas do 
oceano Austral sofreram um intenso resfriamento, responsável pela redução da 
temperatura da água em aproximadamente 20ºC (BARGELLONI et al., 1998), até os 
valores atuais, que oscilam entre -1,9 e 2,0oC, nas latitudes mais elevadas (RIGNOT 
et al., 2013). 
 Há aproximadamente 25 milhões de anos, com a abertura da passagem do 
Drake, foi formada uma barreira biológica natural entre o oceano Austral e os demais 
oceanos (Atlântico, Pacífico e Índico), conhecida como Convergência Antártica ou 
Frente Polar Antártica (FPA) (PFUHL et al., 2004) (Figura 1). Com esse isolamento, 
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o potencial de migração através da FPA passou a ser significativamente limitado, 
sendo que as espécies que permaneceram dentro dos limites Antárticos (ao sul do 
paralelo 60ºS) tiveram que lidar com um ambiente com temperaturas congelantes, 
presença de gelo na água do mar e extrema sazonalidade na produção primária 
(BARGELLONI et al., 1998).  
 Existem evidências de que os peixes Antárticos se desenvolveram de forma 
independente do clado de ancestrais perciformes e se irradiaram, sob a pressão 
seletiva de sucessivas glaciações, para os diversos nichos que habitam até os dias 
de hoje (BARGELLONI et al. 1998). Das 322 espécies de peixes Antárticos que 
vivem ao sul da FPA, 101 espécies pertencem a uma única subordem Perciforme, a 
subordem Notothenioidei, e, destas, 97% é endêmica da região Antártica 
(EASTMAN, 2005).  
 
FIGURA 1 - OCEANO AUSTRAL E O SISTEMA DE CORRENTES OCEÂNICAS QUE CIRCUNDAM 
O CONTINENTE ANTÁRTICO. 
  
LEGENDA: DVL - Deriva do vento leste; FPA - Frente Polar Antártica; FSA- Frente Sub-Antártica; CCA - 




 As águas da Península Antártica podem ser consideradas um hotspot 
evolutivo, já que a abundância e a biomassa, assim como a diversidade morfológica 
e ecológica dos peixes nototenióides, ofuscam o pequeno número de espécies, em 
relação a outras regiões do planeta (Figura 2) (EASTMAN, 2005). O domínio dos 
nototeniodes na Antártica reflete o sucesso na adaptação destes animais a um 
ambiente congelante (EASTMAN; EAKIN, 2000), já que são expostos a 
temperaturas próximas ao equilíbrio térmico entre a água do mar e o gelo marinho (-
1,8 ºC) (SIDELL, 2000; CAPASSO et al., 2006). Para lidar com essas temperaturas 
congelantes, esses animais selecionaram vários mecanismos celulares e 
fisiológicos, como compensação cardiovascular (O’BRIEN; SIDELL, 2000), presença 
de glicoproteínas anticongelantes (DEVRIES, 1983), aumento na concentração de 
ácidos graxos monoinsaturados (MUFA) e poliinsaturados (PUFA) (BRODTE et al., 
2008; CROCKETT, 2011) e elevada osmolalidade sérica (DOBBS; DEVRIES, 1975; 
O'GRADY; DEVRIES, 1982). Além disso, por terem evoluído em um ambiente 
termicamente estável, os nototenióides alcançaram um extraordinário grau de 
estenotermia, apresentando a menor tolerância a variação na temperatura em 
relação a qualquer outro animal já estudado (SOMERO et al., 1998). 
 Estudos avaliaram os efeitos do estresse térmico quente de curto e longo 
prazo em vários parâmetros fisiológicos de peixes antárticos. Por exemplo, a 
exposição a 4ºC por 5 semanas resultou na diminuição da osmolalidade sérica em 
Trematomus bernacchii (GUYNN et al., 2002). A exposição de Pagothenia 
borchgrevinki a 10ºC por 10 minutos resultou em aumento do hematócrito 
(FRANKLIN et al., 1991). Devor et al. (2011) observaram uma maior LPO no tecido 
cardíaco de Chaenocephalus aceratus, Chionodraco rastrospinosu e Lepidonotothen 
kempi após serem submetidos a estresse térmico quente. Em P. borchgrevinki 
exposta a 5 e 8ºC por até 12h, Ryan (1995) observou um aumento nos níveis séricos 
de cortisol e lactato, bem como aumento dos movimentos operculares e na atividade 
natatória. Após 4 meses de aclimatação a 6ºC, o conteúdo de lipídios e carboidratos 
diminuíram no fígado e músculo de Pachycara brachycephalum (BRODTE et al., 
2008). Jayasundara e colaboradores (2013) verificaram um aumento da atividade da 
LDH no tecido muscular e redução da atividade da citrato sintase (CS) no coração 
de T. bernachii, após exposição a 4,5ºC por 14 dias. Entretanto, são escassos os 




FIGURA 2 - DOMINÂNCIA DOS NOTOTENIOIDES EM DIVERSIDADE, ABUNDÂNCIA E BIOMASSA 





FONTE: Adaptado de EASTMAN, 2005 
  
1.3 BRÂNQUIAS E O ESTRESSE TÉRMICO 
 
 Em peixes, as brânquias estão geralmente situadas em ambos os lados da 
faringe e são compostas por arcos, que fornecem um suporte físico cartilaginoso 
para os delicados filamentos branquiais (Figura 3A). Os filamentos branquiais são 
achatados dorsoventralmente e sua área superficial é aumentada através de um 
dobramento, formando as lamelas branquiais (Figura 3B) (WILSON; LAURENT, 
2002). As lamelas são revestidas por tecido epitelial do tipo pavimentoso sustentado 
por céulas pilares, que definem os espaços por onde circula o sangue (MALLAT, 
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1985). Outros tipos celulares estão presentes nas brânquias, como células mucosas, 
células neuroepiteliais e células de cloreto (ionócitos, ou células rica em mitocôndias 
- MRCs) (Figura 3C). 
 
FIGURA 3 - MORFOLOGIA DAS BRÂNQUIAS DE PEIXES TELEÓSTEOS 
A - Esquema geral das brânquias dos teleóteos. FONTE: adaptada de WILSON; LAURENT, 2002. 
B - Eletromicrografia de varredura de filamentos branquiais. Legenda: F - filamentos; L - lamelas. 
FONTE: Adaptada de: http://www.nec-tokin.com; acesso 17/01/2017. 
C - Tipos celulares presentes nas brânquias. (lb) lâmina basal; (cc) célula de cloreto; (mu) célula 
mucosa; (pi) célula pilar; (ce) célula epitelial lamelar; (svl) seio venoso lamelar; (csm) canal sanguíneo 
marginal. FONTE: adaptada de PAZIO et al., 2012. 
 
 
 A estrutura branquial de peixes é caracterizada por uma ampla área 
superficial, uma distância difusional bastante curta e um arranjo do tipo 
contracorrente entre o fluxo sanguíneo e a água (Figura 4). Estas características 
permitem às brânquias desempenhar uma variedade de funções, como trocas 
gasosas, regulação osmótica e iônica, além da excreção de compostos nitrogenados 
(MOMMSEN, 1984). 
 As brânquias estão em contato íntimo com a água, sendo, portanto, bastante 
sensíveis às alterações químicas e físicas do meio aquático circundante, tais como 
variações na temperatura, acidificação, salinidade e presença de contaminantes 
19 
 
(PERRY; LAURENT, 1993; SABER, 2011). Além disso, as brânquias, juntamente 
com fígado e intestino, são órgãos-alvo do cortisol, um hormônio corticoesteroide, 
cuja função é atuar no balanço hidromineral e no metabolismo energético, 
contribuindo com a manutenção da homeostase (MOMMSEN et al., 1999).  
 
FIGURA 4 - FIGURA ESQUEMÁTICA DAS BRÂNQUIAS DE PEIXES: MORFOLOGIA E SISTEMA 
DE CAPTAÇÃO DE OXIGÊNIO DO TIPO CONTRACORRENTE 
 
 
FONTE: adaptada de http://teacheratsea.wordpress.com/tag/dissolved-oxygen/. Acesso em: 
05/05/2016. 
 
 As brânquias apresentam, em condições fisiológicas normais, elevada taxa 
metabólica, podendo consumir, em algumas espécies, até 20% do total de oxigênio 
captado pelo peixe apenas para a manutenção do seu próprio metabolismo 
(HWANG et al., 2011). Esse elevado consumo deve-se principalmente ao processo 
de regulação iônica desempenhado pelas brânquias (JOHANSEN; PETTERSSON, 
1981; MOMMSEN, 1984), graças a atuação de várias enzimas e transportadores, 
cuja síntese e operação requerem uma grande quantidade de energia (TSENG; 




1.4 ALTERAÇÕES OSMORREGULATÓRIAS RESULTANTES DE ESTRESSE 
TÉRMICO 
 
 A manutenção da homeostase iônica, ou seja, o equilíbrio entre perda e 
ganho de água e eletrólitos por difusão, é essencial para o funcionamento adequado 
dos processos celulares e fisiológicos (EVANS et al., 2005; HWANG; LEE, 2007). Os 
peixes teleósteos possuem mecanismos osmoregulatórios eficientes, sendo, 
portanto, denominados animais osmoreguladores (KÜLTZ, 2013).  
 Enquanto a osmolalidade média da água do mar apresenta valores próximos 
a 1000 mOsm.kg-1.H2O  (~35 ppt), os peixes teleósteos marinhos apresentam 
osmolalidade sérica entre 370 e 480 mOsm kg-1.H2O (~10 ppt), ou seja, são 
osmorreguladores hiposmóticos (MARSHAL; GROSELL, 2005). Esses animais 
possuem a tendência de perder água passivamente por osmose, através da 
superfície do corpo e das brânquias. Essa desidratação é contrabalanceada pela 
intensa ingestão de água, que é absorvida no intestino. O excesso de íons 
divalentes, Ca+2 e Mg+2, por exemplo, que são absorvidos juntamente com a água do 
mar, é secretado na urina altamente concentrada (DOBBS; DEVRIES, 1975). Por 
sua vez, os íons monovalentes (principalmente Na+ e Cl-), que penetram no corpo 
por difusão, são eliminados ativamente pelas células de cloreto, ou células ricas em 
mitocôndrias (mithocondrial rich cells, ou MRCs), localizadas nas brânquias 
(MCCORMICK, 1995).  
 A Na+/K+ - ATPase (NKA) é uma proteína transmembrana, cuja principal 
função é o estabelecimento de gradientes eletroquímicos, através do bombeamento 
ativo, ou seja, com gasto de ATP, de 2K+ para o meio intracelular e 3Na+ para o meio 
extracelular (EVANS et al., 2005). A célula utiliza esse gradiente eletroquímico para 
desempenhar inúmeras funções, inclusive a secreção de NaCl nas MRCs de 
teleósteos marinhos (MCCORMICK, 1995). 
 O efluxo de Na+ e Cl- ocorre através da ação combinada da NKA e do 
cotransportador Na+/K+/2Cl- (NKCC), situados na membrana basolateral, e de um 
canal de cloreto, situado na membrana apical das MRCs (KARNAKY et al., 1986). 
Os canais NKCC permitem o influxo do excesso de íons Na+ e Cl- do plasma para o 
interior das MRCs, a favor do gradiente. O excesso de Cl- extravasa para a água do 
mar, via canais de cloreto. O potencial elétrico transepitelial, com o plasma positivo 
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em relação à água do mar, é responsável pela extrusão do Na+ via paracelular, 
através das junções de oclusão entre as MRCs e as células acessórias (Figura 5). 
 Vários estudos têm relatado os efeitos do estresse osmótico na atividade da 
NKA (AVELLA et al., 1993; LIN et al., 2003; SAOUD et al., 2007; TANG; LEE, 2007; 
KANG et al., 2008). Entretanto, além da variação na salinidade, a temperatura da 
água influencia a atividade da NKA em brânquias e rins de peixes teleóstos, 
conforme tem demonstrado alguns estudos, com peixes temperados marinhos e de 
água doce. Por exemplo, em Savelinus alpinus, houve uma redução da atividade da 
NKA em peixes aclimatados ao frio (5ºC, em relação aos aclimatados a 10 e 12ºC; 
STAURNES, 1993). ROBERTSON e HAZEL (1995) observaram aumento da NKA 
em Oncorhynchus mykiss aclimatados a 20ºC, em relação aos aclimatados a 5ºC. 
 Conforme visto anteriormente, os peixes antárticos apresentam várias 
características adaptativas para lidar com as temperaturas congelantes do oceano 
Austral. Dentre elas são destacadas a presença de glicoproteínas anticongelantes e 
elevada osmolalidade (aproximadamente 600 mOsm kg-1), devido a uma maior 
concentração sérica de Na+ e Cl-, que garantem uma menor temperatura de 
congelamento dos fluidos corporais desses animais (-2,1ºC) (SOMERO; DEVRIES, 
1967; DOBBS; DEVRIES, 1975) 
 Estudos com peixes antárticos tem avaliado a capacidade osmoregulatória 
após aclimatação a elevadas temperaturas verificando respostas diversas, sendo 
essas, geralmente diretamente proporcionais ao tempo de exposição e à 
temperatura testada. Por exemplo, a aclimatação de Trematomus bernacchii a 4ºC 
durante 4 semanas resultou em redução da osmolalidade sérica a valores 
semelhantes aos de peixes temperados devido a um aumento da taxa de ingestão 
de água e aumento dos níveis de atividade da NKA (GONZALEZ-CABRERA et al., 
1995; GUYNN et al., 2002).  
 Dessa forma, o estresse térmico, assim como o estresse salino, pode 
promover alterações no potencial osmorregulatório e, consequentemente, uma maior 
demanda energéticas pelas brânquias. Por exemplo, Sparus auratus, quando 
aclimatado de 38 ppt-55 ppt, apresentou maiores níveis séricos de glicose e lactato, 
maior atividade da HK branquial e glicogênio fosforilase (GP) hepática, indicando 
uma maior capacidade de exportação de glicose pelo fígado e maior captação de 
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localizados na membrana apical da MRC. O potencial elétrico transepitelial, o plasma positivo em 
relação à água do mar, direciona o efluxo de Na
+
 via transporte paracelular entre MRC e célula 
acessória (AC) FONTE: adaptadO de EVANS et al., 2005. 
  
1.5 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS 
BRANQUIAL 
 
 As brânquias apresentam, em condições fisiológicas normais, elevada taxa 
metabólica (MOMMSEN, 1984), que aumenta como consequência direta do 
aumento da temperatura (PECK, 2002), ou de uma maior mobilização energética 
promovida pelo cortisol, para recuperar sua homeostase após o estresse térmico 
(SOKOLOVA et al., 2012). Essa mobilização energética pode ser verificada pela 
hiperglicemia, depleção das reservas teciduais de glicogênio, lipólise e inibição da 
síntese proteica (BONGA, 1997; MOMMSEN et al., 1999), bem como por alterações 
na atividade de enzimas do metabolismo energético. Por exemplo, nas brânquias do 
peixe marinho dourada (Sparus aurata) foi verificada uma  redução na atividade da 
enzima hexoquinas (HK), reduzindo a capacidade desse órgão em utilizar glicose; 
uma diminuição da atividade da glicose-6-fosfato desidrogenase (G6PDH), 
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diminuindo a capacidade da via das pentose-fosfato, e aumento da atividade da 
piruvato quinase (PK), aumentando o potencial glicolítico nesse órgão (LAIZ-
CARRIÓN et al., 2002). O aumento do cortisol também mostrou-se relacionado com 
um aumento na atividade da lactato desidrogenase (LDH) nas brânquias da enguia-
japonesa (Anguilla japonica) (WONG; CHAN, 2001), demonstrando que esse 
glicocorticoide pode promover alterações metabólicas passíveis de serem avaliadas 
através da atividade de enzimas específicas do metabolismo energético. 
  Metabolismo pode ser definido como o conjunto das reações bioquímicas que 
ocorrem nos organismos vivos, que podem ser subdivididas em reações de 
degradação (vias catabólicas) e de síntese (vias anabólicas) (VOET; VOET, 1995). 
As reações do catabolismo são geralmente exotérmicas, ou seja, são 
acompanhadas de liberação de energia que pode ser utilizada nas reações 
anabólicas ou nos processes celulares (VOET; VOET, 1995). O metabolismo tem a 
função de proporcionar a energia necessária para os processos vitais, e atender ao 
desenvolvimento e crescimento do organismo (SEIXAS FILHO, 2004). 
 As reações bioquímicas do metabolismo normalmente necessitam de 
catalisadores, ou seja, moléculas que aceleram as reações, sendo esse papel 
desempenhado pelas enzimas (RUIZ-AMIL et al., 1987). No interior das células, 
muitas das transformações moleculares ocorrem em várias etapas, sendo que o 
produto de uma reação torna-se o substrato da reação seguinte, num processo 
conhecido como via metabólica (VOET; VOET, 1995).  
 O metabolismo energético de peixes é semelhante ao de mamíferos e aves, 
apresentando diferenças no que diz respeito à manutenção da temperatura corporal, 
sendo que a maioria das espécies de peixes não consome energia para manter sua 
temperatura diferente da do ambiente, ou seja, são animais ectotérmicos. Outra 
diferença diz respeito ao gasto energético com a excreção de resíduos nitrogenados, 
que, nos peixes, ocorre com menor gasto energético que nos animais terrestres 
homeotérmicos (SMITH, 1980). 
 A energia é extraída de estruturas químicas complexas de moléculas 
orgânicas que são ingeridas durante a alimentação, na forma de lipídios, 
carboidratos e proteínas. Os peixes telósteos marinhos apresentam uma limitada 
capacidade de mobilização de carboidratos, já que sua dieta é composta 
principalmente por proteínas e lipídios (COWEY; WALTON, 19894; MOON; 
FOSTER, 1995). Entretanto, a glicemia precisa ser mantida, para garantir o 
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suprimento de glicose adequado aos tecidos e células que dependem da glicose, 
como o cérebro, gônadas, brânquias e eritrócitos (NELSON; COX, 2011; POLAKOF 
et al., 2012).  
 A manutenção da glicemia em peixes ocorre, principalmente através da 
glicogenólise (MOMMSEN; PLISETSKAYA, 1991; COLLINS; ANDERSON, 1997), 
sendo que ambas as vias ocorrem principalmente no fígado (COLLINS; 
ANDERSON, 1997). Uma vez atingindo os tecidos-alvo, a glicose é captada, via 
transportador GLUT, podendo ser oxidada, produzindo energia na forma de ATP, em 
um processo que se inicia no citosol da célula, através da glicólise. Na presença de 
O2, o produto final da glicólise, o piruvato, é direcionado à mitocôndria, onde é 
convertido a acetil CoA, que, por sua vez, é completamente oxidada a CO2 e H2O, 
numa sequência de reações que compõem o ciclo do ácido cítrico. Os elétrons 
liberados nessa sequência de reações são direcionados à cadeia respiratória, 
situadas na membrana mitocondrial interna, para a produção aeróbica de ATP 
(NELSON; COX, 2011). 
 É necessário que haja um equilíbrio entre o estoque e a produção de glicose 
atendendo às necessidades energéticas ou de biossíntese do organismo, sem que 
haja perda de energia. Esse equilíbrio é estabelecido a partir de enzimas-chave, que 
atuam ativando ou inibindo o fluxo da glicólise, glicogenólise, lipogênese e 
gliconeogênese (PILKIS; GRANNER, 1992). A ativação ou inibição da atividade 
dessas enzimas podem acontecer em diferentes níveis, como através da 
modificação da estrutura da proteína (fosforilação, acetilação), da ação de 
componentes na estrutura da proteína (alosterismo), da localização celular, e, 
finalmente, através da expressão gênica (POLAKOF et al., 2012).  
 Na glicólise, por exemplo, a enzima hexoquinase (HK) atua introduzindo a 
glicose nessa via metabólica (CRABTREE; NEWSHOLME, 1972) e a 
fosfofrutoquinase (PFK), por sua vez, é considerada a enzima que limita o fluxo 
glicolítico (CRABTREE; NEWSHOLME, 1972). A enzima limitante do ciclo do ácido 
cítrico é a citrato sintase (CS), situada no interior da mitocôndria e utilizada como 
indicadora do metabolismo aeróbico (NELSON; COX, 2011), assim como a malato 
desidrogenase (MDH), também uma enzima mitocondrial que participa do ciclo do 
ácido cítrico, mas que também localiza-se no citosol, onde atua gerando esqueletos 
de carbono para a biossíntese de outras moléculas (BASAGLIA, 1989). 
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 A lactato desidrogenase (LDH) é uma enzima citoplasmática que catalisa a 
interconversão do piruvato em lactato. Em muitos tecidos os níveis de atividade 
dessa enzima são utilizados como marcadores do metabolismo anaeróbico, uma vez 
que na ausência de O2, o piruvato produzido durante a glicólise é convertido em 
lactato. Entretanto, em brânquias de peixes, a LDH apresenta semelhança 
eletroforética com a LDH cardíaca, que é consumidora de lactato (WILLISCROFT; 
TSUYUKI 1970; LIM et al. 1975). Os carbonos do lactato, uma vez acumulados nas 
brânquias, podem ser direcionados à produção aeróbica de energia, pelo menos 
durante condições normóxicas, ou, ainda, serem direcionados a vias anabólicas, 
como a gliconeogênese (MOMMSEN, 1984).  
 Além das vias de produção de energia, a glicose pode ser utilizada para a 
biossíntese de outras moléculas. A principal via em que isso ocorre é a via das 
pentoses fosfato, em que ocorre a produção de nicotinamida adenina dinucleotídeo 
fosfato (NADPH), que atua como equivalente redutor necessário para a biossíntese 
de ácidos graxos, e pentose para a íntese de nucleotídeos (NELSON; COX, 2011). 
Uma enzima-chave dessa via metabólica é a glicose-6-fosfato desidrogenase 
(G6PDH), que catalisa a conversão da glicose-6-fosfato em 6-fosfogluconato. Outra 
via alternativa para a produção de NADPH é o ciclo piruvato/malato, catalisado pela 
enzima málica (SALWAY, 1994). Na Figura 6 estão representadas as principais vias 
de oxidação de carboidratos utilizadas pelas brânquias de peixes. 
 Nos animais ectotérmicos, a exposição a temperaturas diferentes das quais 
estão adaptados pode promover alterações compensatórias nos níveis das enzimas 
glicolíticas e mitocondriais (GUDERLEY; BLIER, 1988; VAN DJIK et al., 1999), 
sendo que a participação relativa das vias metabólicas pode ser alterada de forma 
significativa (SOMERO et al., 1968). Dessa forma, a avaliação dos níveis de 
atividade de enzimas-chave do metabolismo energético, bem como da concentração 
tecidual de intermediários do metabolismo, permite verificar de que forma o estresse 










FIGURA 6 - REAÇÕES-CHAVE DA PRINCIPAL VIA DE OXIDAÇÃO DE CARBOIDRATOS 
UTILIZADA POR BRÂNQUIAS DE PEIXES 
 
 
LEGENDA: Em vermelho estão representadas as enzimas-chave. HK - hexoquinase; PFK - 
fosfofrutoquinase; CS - citrato sintase; MDH - malato desidrogenase; LDH - lactato desidrogenase; 
G6PDH - glicose-6-fosfato desidrogenase. FONTE: adaptado de COX;  
 
 Sabe-se que o aumento da temperatura altera vários parâmetros relacionados 
à fisiologia e morfologia branquial (PERRY; LAURENT, 1993; GONZALEZ-
CABRERA et al., 1995; KÜLTZ; SOMERO, 1995; PARIHAR et al., 1997; CABEROY; 
QUINITIO, 2000; METZ et al., 2003). Entretanto, poucos estudos focaram nas 
mudanças nas vias de produção de energia em brânquias de peixes, frente ao 
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estresse térmico. A revisão de literatura aponta apenas um trabalho, publicado em 
1969 por Caldwel, que relata maiores atividades das enzimas da cadeia 
transportadora de elétrons (citocromo oxidase, succinato citocromo-c redutase, 
NADH citocromo-c redutase) em Carassius aurata submetidos a estresse térmico 
quente (30ºC), entre 2 e 4 semanas (CALDWEL, 1969). 
 
1.6 ESTRESSE OXIDATIVO DECORRENTE DE ESTRESSE TÉRMICO 
 
 O oxigênio é essencial para a fosforilação oxidativa, o principal processo 
gerador de ATP para o metabolismo celular. Porém, a molécula de oxigênio pode 
ser facilmente convertida em espécies reativas de oxigênio (EROs), que são 
extremamente prejudiciais às células e tecidos (SEMENZA, 2004). 
 A molécula de oxigênio (O2) é um bi-radical, ou seja, contém dois elétrons 
desemparelhados localizados em diferentes orbitais, e consegue receber apenas um 
elétron de cada vez, sendo necessárias quatro transferências sucessivas de elétrons 
para reduzir a molécula de oxigênio a água. Em cada etapa da redução da molécula 
de oxigênio podem ser formadas as seguintes EROs, ânion superóxido (O2
-.), 
peróxido de hidrogênio (H2O2) e radical hidroxila (
.OH) (HALLIWELL; GUTTERIDGE, 
2007). 
 Durante o metabolismo aeróbico das células, são geradas EROs em 
quantidades relativamente elevadas. Estima-se que 0,1% de todo o oxigênio que 
entra na mitocôndria seja convertido em EROs (FRIDOVICH, 2004), devido ao 
extravasamento de elétrons da cadeia respiratória, produzindo principalmente o 
ânion superóxido (HERMES-LIMA, 2004). 
 Outra fonte relevante de geração de EROs nos sistemas biológicos é a 
reação de redução de metais de transição (como ferro e cobre), seguida pelas 
reações de Fenton (equações 1 e 2) e Haber-Weiss (equação 3), reações 
sequenciais mas não independentes. Nesse caso, metais de transição, como o ferro 
(Fe), funcionam como catalisadores convertendo ânion superóxido em radical 
hidroxila, uma das EROs mais reativas (HEISE, 2005):  
O2
-• + Fe3+ → O2 + Fe
2+ (1) 
H2O2 + Fe
2+ → OH• + Fe3+ + OH- (2) 
O2
-• + H2O2 → OH
•  + OH- (3) 
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 O radical hidroxila é capaz reagir com diversas moléculas, entre elas os 
ácidos graxos insaturados e, então, iniciar uma cascata de reações conhecidas por 
peroxidação lipídica, ou lipoperoxidação (LPO). Essas reações em cadeia formam 
intermediários extremamente prejudiciais às células, tais como radicais lipídicos, 
peroxilas e alcoxilas, além de vários aldeídos, alcanos, isoprostanos e dienos 
conjugados (Figura 7). Os efeitos da LPO são extremamente deletérios aos 
fosfolipídios de membranas, principalmente aos ácidos graxos poliinsaturados 
(PUFA), levando a danos severos nas propriedades das membranas celulares. 
Dentre os danos oriundos da LPO às membranas podem ser citados a redução da 
fluidez e a destruição da integridade do sistema de membranas, o que pode resultar 
em um colapso do gradiente iônico transmembrana, além da inativação de enzimas 
transmembrana, o que pode comprometer drasticamente o funcionamento celular 
(HALLIWELL; GUTERIDGE, 2007). Dessa forma, a LPO é considerada uma das 
principais causas de injúria e morte celular (HERMES-LIMA, 2004). Os danos 
peroxidativos aos ácidos graxos insaturados, bem como a quantificação de 
intermediários dessa cascata de reações, têm sido utilizados com frequência como 
marcador de estresse oxidativo (AHMAD  et al., 2004; REGOLI et al., 2005; et al., 
2008; MUELLER et al., 2012). 
 Outro efeito deletério das EROs é a oxidação de proteínas, que envolve a 
modificação da cadeia lateral de aminoácidos, clivagem de peptídeos e reações com 
produtos formados a partir da oxidação de lipídios e carboidratos, como o 
malondialdeído (MDA), um produto resultante da LPO que é bastante tóxico (HEISE, 
2005). A oxidação de proteínas pode levar a alterações funcionais da célula ou 
aumentar a suscetibilidade a ataques proteolíticos (DRÖGE, 2002). A presença de 
grupamentos carbonila é utilizada como um marcador de dano oxidativo (DE ZWART 





FIGURA 7 - FIGURA REPRESENTATIVA DAS REAÇÕES EM CADEIA DA LIPOPEROXIDAÇÃO E 
SEUS PRODUTOS INTERMEDIÁRIOS 
 
 
FONTE: adaptado de HEISE, 2005 
 
 As células selecionaram um sistema de defesa antioxidante bastante eficiente 
composto por enzimas, como superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT), 
glutationa peroxidase (GPx), glutationa-S-transferase e glutationa redutase (GR), e 
por antioxidantes de baixo peso molecular, como ácido arcórbico (vitamina C), 
tocoferol (vitamina E), carotenoides e glutationa (GSH) (DOTAN  et al., 2004). Esses 
componentes podem atuar prevenindo a ação oxidante das EROs, antes de 
causarem alguma lesão, ou neutralizando os danos oxidativos. Por exemplo, o ânion 
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superóxido gerado pode sofrer uma reação de dismutação, catalisada pela SOD, 
produzindo O2 e H2O2, que, por sua vez, pode ser decomposto em H2O e O2 pela 
CAT e GPx. Outra linha de defesa celular atua reparando as lesões causadas pelas 
EROs. Por exemplo, a glutationa-S-transferase (GST) pode inativar alguns produtos 
da LPO, tendo um papel remediador (LUSHCHAK et al., 2001; RUDNEVA et al., 
2010). A GSH é um tripeptídeo (L-γ-glutamil-L-cisteína-L-cisteinil-glicina) que pode 
atuar como um antioxidante, ou como cofator para a GPx e GST, sendo que, em 
ambos os casos, é gerada glutationa oxidada, ou dissulfeto (GSSG) (HERMES-
LIMA, 2004). A GR é uma enzima que não atua diretamente na remoção de EROs, 
mas é responsável pela regeneração da glutationa à sua forma reduzida (GSH), a 
partir de GSSG, na presença de nicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato 
(NADPH) (Figura 8) (ROVER Jr et al., 2001). A glicose-6-fosfato desidrogenase 
(G6PDH) é uma enzima citosólica essencial para a manutenção do o estado redox 
celular, já que atua mantendo os níveis de NADPH, um importante cofator para a 
redução da glutationa (CARVALHO; FERNANDES, 2008). 
 Quando ocorre um desequilíbrio entre a geração de EROs e a atividade do 
sistema antioxidante o estado redox celular é alterado, podendo causar estresse 
oxidativo (CROCKETT, 2008; DRÖGE, 2002). A quantificação dos níveis dos 
componentes do sistema antioxidante e dos danos às macromoléculas auxiliam na 
identificação do estresse oxidativo em tecidos e órgãos. 
 Vários agentes estressantes podem provocar o estresse oxidativo em 
diferentes tecidos e órgãos. A exposição de animais ectotérmicos a elevadas 
temperaturas acelerando a taxa metabólica estimulando a produção mitocondrial de 
EROs (ABELE et al., 1998; HEISE et al., 2003; KELLER et al., 2004) gerando, 
assim, uma resposta antioxidante. Vários estudos demonstraram uma correlação 
entre estresse térmico e estresse oxidativo em tecidos de peixes. Madeira e 
colaboradores (2013), por exemplo, verificaram, que após a exposição às 
respectivas temperaturas críticas máximas (Critical Thermal Maximum, CTmax), 
houve um aumento da atividade da CAT na musculatura dos peixes estuarinos 
tropicais Liza ramada e Dicentrarchus labrax, aumento da atividade da GST em 
Diplodus vulgaris, Diplodus sargus L. ramada e D. labrax , e aumento da LPO L. 
ramada, D. sargus e D. labrax. Malek e colaboradores (2004), observaram um 
aumento da atividade da SOD e GPx, mas não da CAT, na musculatura esquelética 
do peixe zebra (Danio rerio) após uma redução da temperatura de 28 para 18ºC por 
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4 semanas. Bagnyukova e colaboradores (2007) verificaram um aumento da 
atividade da SOD e CAT no tecido hepático de Perccottus glenii após um aumento 
da temperatura de 19 a 32ºC. Devor et al. (2011) observaram uma maior LPO em 
tecido cardíaco de peixes antárticos (Chaenocephalus aceratus, Chionodraco 
rastrospinosu e Lepidonotothen kempi) após serem submetidos a estresse térmico 
quente em relação a animais do grupo controle.  
 
FIGURA 8 - ESQUEMA DA ATUAÇÃO SIMPLIFICADA DO SISTEMA ANTIOXIDANTE ENZIMÁTICO 
 
 
LEGENDA: O ânion superóxido (O2
-.
) gerado a partir da redução do oxigênio molecular (O2), sofre 
uma reação de dismutação catalisada pela enzima superóxido dismutase (SOD), formando peróxido 
de hidrogênio (H2O2). O H2O2, por sua vez, pode ser convertido em H2O através da enzima catalase 
(CAT) ou glutationa peroxidase (GPx), utilizando a glutationa (GSH) como cofator. Nesse processo é 
formada a glutationa oxidada (GSSG), que é reduzida pela glutationa redutase (GR), usando NADPH 
como equivalente redutor. O2
-.
 e H2O2, na presença de metais de transição (como o ferro), podem ser 
convertidos no radical hidroxila OH
•
, capaz de inicar o processo de lipoperoxidação. A enzima 
glutationa-S-transferase (GST), consegue neutralizar alguns intermediários da lipoperoxidação (LPO), 
evitando, assim, sua propagação. As espécies reativas de oxigênio podem tambem resultar em 
carbonilação de proteínas (CP). FONTE: adaptadO de GUMULEC et al., 2012. 
  
 Vários aspectos contribuem para que peixes antárticos sejam mais 
suscetíveis ao estresse oxidativo e aos danos gerados pelas EROs, em relação a 
peixes de regiões temperadas e tropicais. O primeiro deles está relacionado à 
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elevada solubilidade de oxigênio nas águas frias da Antartica, o que aumenta a 
exposição a essa molécula com consequente produção de EROs nos fluidos 
corporais e tecidos desses animais (ANSALDO et al., 2000; ABELE; PUNTARULO, 
2004). Além disso, algumas das adaptações às temperaturas congelantes do 
oceano Austral também contribuem com uma maior susceptibilidade ao estresse 
oxidativo. Por exemplo, a elevada densidade mitocondrial, nesses animais,  favorece 
uma maior geração de EROs (ENZOR; PLACE, 2014; WINDISCH et al., 2014). Os 
peixes antárticos apresentam um elevado grau de insaturação lipídica, como uma 
adaptação homeoviscosa para o transporte transmembrana e para facilitar a difusão 
de oxigênio a baixas temperaturas (SIDELL, 1998; ENZOR; PLACE, 2014), o que 
favorece a iniciação da LPO. Além disso, baixas temperaturas aumentam a meia-
vida dos produtos intermediários da LPO, o que pode facilitar a propagação dessas 
reações ou estender o estresse oxidativo à tecidos adjacentes (ABELE; 
PUNTARULO, 2004).  
 Sendo assim, é esperado que o sistema de defesa antioxidante de peixes 
antárticos seja diferenciado e mais eficiente que o apresentado por peixes tropicais e 
temperados, que, apesar de lidar com uma maior variação ambiental, não são tão 
suscetíveis aos danos oxidativos (ABELE; PUNTARULO, 2004; GRIM et al., 2013). 
De fato, as espécies de peixes antárticos, Pagothenia borchgrevinki  e Trematomus 
bernachii, apresentam de 5 a 6 vezes maiores níveis de tocoferol, em relação a 




 Os organismos ectotérmicos do oceano Austral são considerados animais 
estenotérmicos, uma vez que experimentam temperaturas próximas ao ponto de 
congelamento da água do mar (-1,9ºC), com flutuações térmicas anuais menores 
que 1ºC (CLARKE; JOHNSTON, 1996; HUNT et al., 2003).  
 Durante muito tempo, os peixes antárticos foram considerados incapazes de 
apresentar compensação fisiológica frente a um aumento da temperatura da água 
(SOMERO et al., 1998; PORTNER et al, 2000). Entretanto, estudos tem 
demonstrado que algumas espécies de peixes antárticos conseguem desenvolver 
uma resposta compensatória após exposição crônica a elevadas temperaturas, 
apresentando uma plasticidade cardiovascular e controle metabólico, exibindo, 
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assim, uma plasticidade térmica (SEEBACHER et al., 2005; FRANKLIN et al., 2007). 
Entretanto, a incapacidade de algumas espécies de peixes antarticos serem 
aclimatadas a elevadas temperaturas, como T. bernacchii, T. hansoni e T. penelli a 
4ºC (ROBINSON, 2008), é um tanto quanto preocupante se analisarmos as 
tendências de aquecimento global. Segundo dados obtidos nas estações de 
pesquisas antárticas, entre 1949-1996, as temperaturas atmosféricas médias 
aumentaram mais de 3ºC na região da Península Antártica (KING; HARANGOZO, 
1998). O aquecimento também tem sido bastante pronunciado nas águas do oceano 
Austral, sendo que entre as décadas de 1950 e 1980, registrou-se um aquecimento 
de 0,17ºC nas profundidades entre 700 a 1100 m (GILLE, 2002). Já as águas 
superficiais do oceano adjacente à Península Antártica aumentaram em 1ºC sua 
temperatura média desde o início da década de 1950 (MEREDITH; KING, 2005; 
BEERS; SIDELL, 2011). Considerando modelos que prevêem um comprometimento 
dos padrões de correntes oceânicas ou mesmo a interrupção de circulações 
termohalinas no oceano Austral (HIRST,1999; BI et al., 2001), é possível que as 
temperaturas oceânicas da região aumentem em 7ºC em algumas centenas de anos 
(BI et al., 2001). 
 A exposição de peixes antárticos a temperaturas extremamente elevadas 
através de choque térmico pode induzir respostas exacerbadas, capazes de revelar 
diferenças nas respostas fisiológicas frente a elevações de temperatura. Essa 
abordagem já foi utilizada em alguns estudos com peixes antárticos, por exemplo, 
Pagothenia borchgrevinki exposta às temperaturas de 4ºC (ROBINSON, 2008), 5 e 
8ºC (RYAN, 1995), e 10ºC (FRANKLIN et al., 1991). Muitas das respostas 
metabólicas acontecem até poucos dias de exposição a elevadas temperaturas 
(MOMMSEN et al., 1999; FAST et al., 2008 BUCKLEY; SOMERO, 2009). Porém, 
períodos de exposição a elevadas temperaturas superiores a 15 dias são 
necessários para caracterizar os elementos que contribuem com uma maior ou 
menor tolerância térmica de uma espécie (PECK et al., 2014; WINDISCH et al., 
2014). Sendo assim, esse estudo pretendeu avaliar as respostas metabólicas de 
brânquias de duas espécies de peixes antárticos, N. rossii e N. coriiceps, expostas, 
através de choque térmico, às temperaturas de 4 e 8ºC por 1, 4, 15 e 30 dias, e à 
temperatura de 8ºC por 2, 6, 12, 24, 72 e 144h. A temperatura de 0ºC foi utilizada 
como controle, pois encontra-se dentro da faixa média de variação de temperatura 
na Península Antártica e Ilhas Shetland do Sul, que varia entre -1,5 a 2,0ºC 
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(WINDISCH et al., 2014). A temperatura de 4°C foi escolhida por induzir alterações 
metabólicas capazes de elevar, já a curto prazo, o consumo de oxigênio dos peixes 
antárticos (MORRIS; NORTH, 1984; ROBINSON; DAVISON, 2008). A temperatura 
de 8°C, embora seja muito superior à média das águas antárticas, é inferior às 
temperaturas críticas máximas (CTmax) de ambas as espécies (16,16ºC para N. 
rossii e 16,17ºC para N. coriiceps), temperatura na qual os animais perdem o 
equilíbrio (BILYK; DEVRIES, 2011). Com relação aos critérios utilizados para a 
determinação dos tempos de exposição serem de curto ou longo prazo, levou-se em 
consideração estudos diversos com peixes antárticos submetidos a elevadas 
temperaturas (FRANKLIN et al., 1991; RYAN, 1995; GUYNN et al., 2002; LANNIG  
et al., 2005; FRANKLIN  et al., 2005; SEEBACHER  et al., 2005; BRODTE et al. 
2008; ROBINSON, 2008; MARK  et al., 2012; JAYASUNDARA et al., 2013; 
WINDISCH et al., 2014) 
 As espécies alvo do presente estudo são os nototenídeos congenéricos 
Notothenia rossii (RICHARDSON, 1844) e Notothenia coriiceps (RICHARDSON, 
1844) (Figura 9). Ambas as espécies, que apresentam distribuição geográfica 
semelhante (GON; HEMSTRA, 1990), são duas das quatro espécies mais 
abundantes da Baía do Almirantado (SKORA; NEYELOV, 1992), desempenhando 
um papel central na teia trófica da região (LA MESA et al., 2004). N. coriiceps é uma 
espécie macrófaga e onívora, de hábito sedentário e bentônico (DUNN; 
JOHNSTON, 1986). N. rossii tem seu hábito alimentar e modo de vida variáveis com 
o estágio de vida, sendo que os juvenis habitam águas com profundidade entre 10 e 
25 metros até atingirem a maturidade sexual, quando migram para águas mais 
profundas (BURCHETT 1983; KNOX 1994). A biomassa de N. coriiceps, em 
algumas regiões das Ilhas Shetlands do Sul, pode chegar a 70% (SKÓRA; 
NEYELOV 1992), provavelmente devido a redução dos estoques de N. rossii, no 
início da década de 1980, devido a exploração comercial dessa espécie (BARRERA-








FONTE: A) Notothenia coriiceps (DONATTI, 2009); (B) Notothenia rossii. (PEDREIRO, 2011). 
 
 Com relação ao local de estudo, a Baía do Almirantado está situada na Ilha 
Rei George, arquipélago das Shetlands do Sul, Península Antártica (Figura 10). A 
Baía do Almirantado, é uma Área Antártica Especialmente Gerenciada (ASMA), com 
362 Km2 (BRAUN, et al., 2001; ARIGONY-NETO, et al., 2004), e abriga as estações 
de pesquisa brasileira, peruana e polonesa, além de refúgios estadunidense e 
equatoriano.  
 
FIGURA 10 - LOCALIZAÇÃO GEOGRÁFICA DA BAÍA DO ALMIRANTADO, ILHA DO REI GEORGE, 
ARQUIOÉLAGO DAS SHETLANDS DO SUL, PENÍNSULA ANTÁRTICA 
 
FONTE: http://www.admiraltybayasma.aq/ (Acesso em 06/06/2016) 
  
 O entendimento dos mecanismos fisiológicos e da plasticidade metabólica 
dos peixes antárticos submetidos ao estresse térmico é de fundamental importância, 
pois permite contribuir com as discussões científicas a respeito desse tema. Além 
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disso, permite fornecer subsídios que poderão contribuir para a tomada de decisão 
em relação aos ecossistemas e organismos sujeitos às possíveis alterações 
climáticas globais, como, por exemplo, redução da emissão de gases de efeito 
estufa (HOEGH-GULDBERG; BRUNO, 2010). 
 O que motivou a escolha das brânquias como objeto de investigação dessas 
respostas à aclimatação a altas temperaturas foi o fato de serem estruturas 
fundamentais aos peixes, graças à sua multifuncionalidade e por já ter sido relatado 
que o estresse térmico é responsável por alterar vários aspectos relacionados à 
fisiologia branquial (CALDWELL, 1969; PERRY; LAURENT, 1993; GONZALEZ-
CABRERA et al., 1995; KÜLTZ; SOMERO, 1995; PARIHAR et al., 1997; CABEROY; 
QUINITIO, 2000; METZ et al., 2003)  
 Considerando o extremo grau de estenotermia de peixes antárticos, a elevada 
taxa metabólica de brânquias de peixes e que elevadas temperaturas promovem um 
aumento na taxa das reações bioquímicas, além de alterar o potencial 
osmorregulatório, essa Tese hipotetiza que a exposição às temperaturas de 4 e 8ºC 
resulta em um aumento da demanda energética e dos níveis de atividade da NKA 
nas brânquias de N. rossii e N. coriiceps já em poucas horas de exposição a essas 
temperaturas. Embora elevadas temperaturas favoreçam uma maior geração de 
EROs, os peixes antárticos apresenram um sistema de defesa antioxidante bastante 
eficiente. Logo, esse estudo também hipotetiza que o estresse térmico de curto e 
longo prazo não seja capaz de induzir estresse oxidativo nas brânquias de N. rossii 






3.1 OBJETIVO GERAL 
 
Avaliar os efeitos do estresse térmico de curto e longo prazo sobre o metabolismo 
branquial dos peixes antárticos Notothenia rossii (RICHARDSON, 1844) e 
Notothenia coriiceps (RICHARDSON, 1984). 
 
3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
- Avaliar a influência do estresse térmico de curto e longo prazo sobre a via 
glicolítica, ciclo do ácido cítrico e do metabolismo anaeróbico nas brânquias de N. 
rossii e N. coriiceps, através da quantificação dos níveis de atividade de enzimas-
chave e dos níveis de intermediários metabólicos. 
- avaliar o potencial osmorregulatório branquial, através da quantificação dos níveis 
de atividade da enzima Na+ K+-ATPase (NKA), em N. rossii e N. coriiceps 
submetidos ao estresse térmico;  
- avaliar se o estresse térmico promove estresse oxidativo nas brânquias de N. rossii 
e N. coriiceps, através da quantificação de marcadores enzimáticos e não  
enzimáticos do sistema de defesa antioxidante, bem como de marcadores de 




4 MATERIAL E MÉTODOS 
 
4.1 COLETA DOS PEIXES  
 
 Os peixes das espécies N. rossii e N. coriiceps, foram coletados, com linha e 
anzol, a profundidades de 10 a 25 metros, em dois pontos situados na Baía do 
Almirantado, Ilha Rei George, Arquipélago das Shetlands do Sul, Península 
Antártica: Punta Plaza (62°05’ 64,5’’ S; 58° 24’ 31.7’’ W) e Glaciar Ecology, próximo 
à Arctowski (62°10’, 65’’ S; 58° 26’5 W) (Figura 11). 
 
FIGURA 11 - PONTOS DE COLETA NA BAÍA DO ALMIRANTADO 
LEGENDA: PP - Punta Plaza; ECO - Glaciar Ecology. 
 
 Após a coleta, os indivíduos foram transportados à Estação Antártica 
Comandante Ferraz (EACF), onde foram mantidos em aclimatação. A distância de 
Punta Plaza à EACF é de aproximadamente 600 m (aproximadamente 5 minutos de 
navegação) e a distância entre o glaciar Ecology e a EACF é de aproximadamente 





acondicionados em caixas plásticas (aproximadamente 250 L), contendo água do 
mar, constantemente renovada para garantir a manutenção da água.  
 As licenças ambientais foram concedidas pelo Grupo de Assessoramento 
Ambiental (GAAm) do Ministério do Meio Ambiente (MMA) e o Código de Conduta 
do Comitê Científico sobre Pesquisa Antártica (Scientific Committee on Antarctic 
Research - SCAR) foi utilizado na manipulação e sacrifício dos animais. Esta 
pesquisa está registrada no Comitê de Ética em Experimentação Animal da 
Universidade Federal do Paraná (UFPR) sob o n° 496. 
 
4.2 DELINEAMENTO EXPERIMENTAL E COLETA DAS BRÂNQUIAS 
 
 Os experimentos descritos abaixo foram realizados levando-se em 
consideração as condições logísticas do Programa Antártico Brasileiro 
(PROANTAR), dentre elas, a possibilidade de transporte de nitrogênio líquido em 
aeronaves da Força Aérea Brasileira e a duração de cada fase científica em uma 
expedição Antártica, além de experimentos prévios realizados pelo grupo de 
pesquisa de Biologia Adaptativa – Departamento de Biologia Celular – Universidade 
Federal do Paraná (UFPR).  
 
4.2.1 Experimento I - Estresse térmico de longo prazo 
 
 O primeiro conjunto de experimentos teve como objetivo avaliar os efeitos do 
estresse térmico de longo prazo no metabolismo energético de brânquias de N. 
rossii e N. coriiceps.  
 Após as coletas, N. rossii (n= 120; comprimento total - CT = 36 + 3 cm; 
massa= 477 + 116 g) e N. coriiceps (n= 120; CT = 35 + 3 cm; massa = 747 + 260 g), 
foram aclimatados por 5 dias, em tanques de 1000L com salinidade de 35 + 1,0 psu, 
temperatura de 0 + 0,5°C, fotoperíodo de 12h luz/12h escuro e aeração constante. N. 
rossii e N. coriiceps com CT menor que 44 cm e 24 cm, respectivamente, foram 
considerados juvenis (BURCHET 1983; SAPOTA 1999). O período de 48h é o 
tempo ótimo para a aclimatação de peixes antárticos às condições de cativeiro, 
sendo que, a partir desse tempo, os animais já estão recuperados do estresse da 
captura (WELLS et al., 1984; DAVISON et al, 1988). 
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 Após a aclimatação, os espécimes foram aleatoriamente selecionados e 
distribuídos aos tanques experimentais (1000 L), às temperarutas de 0 ± 0,5°C 
(controle), 4 ± 0,5°C ou 8 ± 0,5°C 0 por  1, 4, 15 ou 30 dias, totalizando 10 indivúduos 
de cada espécie por tratamento. Foi fornecida, a cada um dos peixes, uma porção 
(aproximadamente 2 g) de musculatura de peixes antárticos a cada 48h durante os 
bioensaios. A renovação de 50% da água dos tanques foi feita a cada 48 horas com 
água do mar, captada a uma profundidade de 4 metros em frente à EACF, aquecida 
a 4 ou 8ºC (termostatos Aquaterm 08 - Full Gauge®) antes de ser bombeada aos 
tanques com as respectivas temperaturas. 
 Após a realização dos bioensaios, os animais foram anestesiados com 
benzocaína à 20 mg. L-1, a partir de uma solução estoque de 0,1% (m v-1) em etanol 
95%, por, aproximadamente 120 segundos, até que houvesse ausência de reação a 
qualquer estímulo (escala IV, segundo WOODY et al., 2002). A benzocaína é 
considerada um anestésico ideal para peixes (ROSS; ROSS, 1999; FABIANI et al., 
2013), sendo utilizada, inclusiva, em procedimentos cirúrgicos em peixes antárticos 
(BASTOS-RAMOS et al, 1998). Os animais foram, então, sacrificados através de 
secção medular, sendo as brânquias (2º arco branquial esquerdo) removidas, 
congeladas a -30ºC, armazenadas a -20ºC, e destinadas para os seguintes ensaios 
enzimáticos, cujas metodologias são descritas detalhadamente na seção 3.3., citrato 
sintase (CS); malato desidrogenase (MDH), lactato desidrogenase (LDH), 
superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT), glutationa-S-transferase (GST), níveis 
de glutationa reduzida (GSH) e de malondialdeído (MDA), indicador de LPO.  
 
4.2.2 Experimento II - Estresse térmico de curto prazo 
 
 O segundo conjunto de experimentos, delineado levando-se em consideração 
os resultados obtidos no Experimento I, teve como objetivo avaliar os efeitos do 
estresse térmico de curto prazo no metabolismo energético e potencial 
osmorregulatório em brânquias de N. rossii.  
 Após as coletas, N. rossii (n= 109; CT = 34 + 3 cm; massa= 443 + 134 g) e N. 
coriiceps (n= 109; CT = 38 + 4 cm; massa = 778 + 243 g), foram aclimatados por 3 
dias, em tanques de 1000L, com condições controladas de temperatura (0º + 0,5ºC), 
salinidade (35 + 1,5 psu), oxigenação constante através de aeradores, fotoperíodo de 
12h luz/12h escuro. Após a aclimatação, os peixes foram selecionados 
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aleatoriamente e transferidos diretamente de 0 para 8ºC por 2, 6, 12, 24, 72 ou 144h, 
totalizando 9 animais por grupo experimental. O protocolo de alimentação e 
manutenção dos tanques foi realizado conforme descrito em 3.2.1. 
 Após a realização dos bioensaios, os animais foram anestesiados com 
benzocaína 0,1% (m.v-1) e, então, sacrificados através de secção medular, sendo as 
brânquias removidas (2 e 3º arco branquial esquerdo), congeladas em nitrogênio 
líquido (-196ºC), armazenadas em ultrafreezer (-80ºC) e destinadas para os 
seguintes procedimentos analíticos, descritos detalhadamente na seção 3.3: 
quantificação dos níveis de atividades das enzimas Na+/K+-ATPase (NKA), 
hexoquinase (HK), fosfofrutoquinase (PFK), citrato sintase (CS), malato 
desidrogenase (MDH), lactato desidrogenase (LDH), glicose-6-fosfato 
desidrogenase (G6PDH), quantificação do conteúdo de glicogênio, lactato e 
piruvato, quantificação dos níveis de atividade das enzimas antioxidantes superóxido 
dismutase (SOD), catalase (CAT), glutationa-S-transferase (GST), glutation redutase 
(GR), glutationa peroxidase (GPx), e quantificação de glutationa reduzida (GSH), 
bem como dos marcadores de danos oxidativos, lipoperoxidação (LPO) e proteínas 
carboniladas (CP). A descrição detalhada das técnicas utilizadas pode ser 
encontrada na Seção Anexos. 
 
4.3 MÉTODOS ANALÍTICOS 
 
4.3.1 Ensaio da atividade das ATPases 
 
 A determinação dos níveis de atividade das ATPases totais foi realizada 
através do método descrito por Gibbs e Somero (1989) modificado para microplaca 
e para determinação simultânea dos níveis de atividade da NKA e H+-ATPase 
(modificações descritas por Kultz e Somero, 1995), após normalização das amostras 
para a concentração de 1 mg.ml- (Anexo 1). O método é baseado na oxidação do 
NADH acoplada à defosforilação do ATP, que é monitorada durante 15 minutos a 
340 nm. Devido ao fato de a H+-ATPase estar envolvida com a captação de Na+ em 
peixes de água doce (EVANS et al., 2005) e não ter uma função conhecida em 
peixes marinhos, os resultados dos níveis de atividade dessa enzima não serão aqui 
discutidos. Todos os ensaios foram conduzidos a 20ºC e os níveis de atividade da 




4.3.2 Determinação dos níveis de atividade das enzimas do metabolismo energético  
 
 Amostras de filamentos branquiais foram pesadas, homogeneizadas 
(homogeneizador Potter-Elvehjem) em tampão Tris-HCl 50mM (pH 7,4) (proporção 
de 1:5) sob banho de gelo, seguida por sonicação (15 segundos) para ruptura de 
estruturas subcelulares. A seguir, o homogenado foi centrifugado a 14.000g a 4°C 
durante 10 minutos e o sobrenadante foi utilizado para as determinações das 
atividades enzimáticas, em triplicata (Anexo 3). Os ensaios enzimáticos foram 
realizados a 20ºC, uma temperatura não-desnaturante (enzimas de peixes antárticos 
desnaturam próximo a 40º C; ROBINSON, 2008), que permite a avaliação da 
cinética enzimática em suas condições ótimas de pH e concentração de substrato, 
sendo previamente utilizada em outros estudos (SUAREZ et al. 1986; 
JAYASUNDARA et al. 2013; ALMROTH et al. 2015; RODRIGUES Jr et al., 2015). 
 Os níveis de atividade das enzimas avaliadas foram expressos como µmol de 
substrato convertido em produto por minuto (µmol.min-1). As atividades específicas 
foram expressas conforme a concentração de proteínas das amostras (U.mg-1), após 
normalização para 1mg.ml-1. A concentração de proteínas na amostra foi 
determinada através do método descrito por Bradford (1976), utilizando Coomassie 
Brilliant Blue G-250 e albumina de soro bovina (BSA) como padrão. A leitura foi 
realizada a 545 nm em leitora de microplaca EPOCH (EPOCH Microplate 
Spectrophotometer, BioTek, Winooski, VT, USA), mesmo equipamento utilizado para 
os ensaios enzimáticos.  
 Os níveis de atividade da hexoquinase (HK) foram determinados a partir do 
método descrito por Baldwin e cols. (2007), sendo que a glicose-6-fosfato formada é 
medida a 340 nm após a adição de glicose-6-fosfato desidrogenase (G6PDH) e 
NADP+, seguida pela formação de NADPH (Anexo 4).  
 A atividade da fosfofructoquinase (PFK) foi determinada em tampão Tris-HCl 
50 mM (pH 8,2), contendo MgCl2 10 mM, ATP 1,0 mM, NADH 0,15 mM, AMP 2,0 
mM, KCl 250 mM, glicerolfosfato desidrogenase 1 U/mL, aldolase 1,2 U/mL, triose 
fosfato isomerase 10 U/mL e frutose-6-fosfato 5,0 mM. A variação de absorbância foi 
acompanhada de forma contínua a 340 nm (BALDWIN, et al., 2007) (Anexo 5). 
 A atividade da citrato sintase (CS) foi determinada segundo o método descrito 
por Saborowski e Buchholz (2002), a partir da quantificação do complexo formado 
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entre CoA liberada com o DTNB do meio. Sendo que a reação se inicia pela adição 
de oxaloacetato. A leitura foi realizada a 412 nm (Anexo 6). 
 A atividade da malato desidrogenase (MDH) foi determinada segundo o 
método proposto por Childress e Somero (1979). O sistema de reação é composto 
de tampão Tris-HCl 50 mM (pH 7,4), oxaloacetato 0,4 mM, MgCl2 20 mM, NADH 
0,155 mM. A reação foi medida a em 340 nm (Anexo 7). 
 A lactato desidrogenase (LDH) foi determinada a partir de um sistema de 
reação composto de tampão Tris-HCl 50 mM (pH 7,4), piruvato de sódio 1 mM, KCl 
100 mM, β-NADH a 0,254 mM. A reação foi medida espectrofotometricamente a 340 
nm (THUESEN et al., 2005) (Anexo 8). 
 A atividade da glicose-6-fosfato desidrogenase (G6PDH) foi avaliada através 
do aumento de absorbância provocada pela redução do NADP+ a NADPH, a 340 nm 
pela G6PDH (CIARDELLO et al., 1995) (Anexo 9). 
 
4.3.3 Determinação dos intermediários metabólicos 
 
 Para a quantificação do conteúdo de glicogênio, foi utilizada a técnica descrita 
por Dubois et al. (1956) e adaptada por Bidinoto et al. (1997), padronizada para 
brânquias. Os dados foram expressos como µmoles de glicosil-glicose/g de tecido 
(Anexo 10). 
 A concentração de lactato nas brânquias foi determinada segundo método 
descrito por Harrower e Brown (1972), utilizando solução padrão de ácido lático 
100nM. Os dados foram expressos em µmol de lactato/g de tecido (Anexo 11) 
 O piruvato foi determinado segundo Lu (1939), utilizando solução padrão de 
piruvato de sódio 100nM. Os valores foram expressos em µmol de piruvato/g de 
tecido (Anexo 12). 
 
4.3.4 Determinação dos níveis de atividade das enzimas do sistema de defesa 
antioxidante 
 
 As amostras de brânquias de N. coriiceps e N. rossii foram homogeneizadas 
(homogeneizador Potter-Elvehjem) em tampão fosfato salina (PBS), pH 7,2 (Anexo 
13) e, em seguida centrifugadas a 12.000 x g a 4ºC por 20 minutos. O sobrenadante 
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foi destinado para a determinação da concentração de proteínas, da atividade das 
enzimas antioxidantes e dos níveis dos marcadores não enzimáticos, a 20ºC.  
 As leituras espectrofotométricas foram realizadas em leitor de microplacas 
Epoch (EPOCH Microplate Spectrophotometer, BioTek, Winooski, VT, USA). A 
concentração de proteínas totais foi determinada de acordo com método de Bradford 
(1976) (Anexo 1), utilizando BSA para o estabelecimento de uma curva padrão; a 
absorbância das amostras foi verificada a 545 nm. Previamente às análises 
enzimáticas, as amostras foram normalizadas para a concentração de proteínas de 
1mg.mL-1. 
 A determinação dos níveis de atividade da superóxido dismutase (SOD) foi 
baseada no princípio de inibição da redução do NBT para azul formazan pelo ânion 
superóxido, produzido pela hidroxilamina em solução alcalina (CROUCH et al., 
1981). A redução do NBT foi medida a 560nm (Anexo 14).  
 Os níveis de atividade da catalase (CAT) foram avaliados através do consumo 
de H2O2 medido espectrofotometricamente a 240nm em cubetas de quartzo. A 
composição do sistema de reação foi tampão Tris-EDTA (Tris HCl 1,0M, EDTA 5,0 
mM, pH 8,0) e peróxido de hidrogênio 30mM (AEBI, 1984) (Anexo 15). 
 Os níveis de atividade da glutationa peroxidase (GPx) foram determinados a 
partir da redução de um peróxido orgânico através da glutationa em sua forma 
reduzida (GSH), originando a glutationa dissulfeto (GSSG). Esta última é reduzida 
pela enzima glutationa redutase (GR) utilizando elétrons doados pelo NADPH 
(WENDEL, 1981). A leitura foi realizada em espectrofotômetro a 340nm (Anexo 16). 
 A atividade da glutationa S-tranferase (GST) foi determinada de acordo com 
metolologia descrita por Keen e colaboradores (1976) utilizando o 1-cloro-2,4-
dinitrobenzeno (CDNB) como substrato. A glutationação do CDNB foi medida 
espectrofotometricamente em 340nm (Anexo 17).  
 A atividade da glutationa redutase (GR) foi avaliada através da oxidação do 
NADPH com a concomitante redução da glutationa dissulfeto (GSSG), sendo que a 
leitura foi realizada em espectrofotômetro a 340nm. O meio de reação foi composto 
por tampão fosfato de potássio (100mM, pH 7,0), EDTA 1mM, NADPH 0,1MmM e 
GSSG a 1mM (CARLBERG; MANNERVIK, 1985) (Anexo 18).  




4.3.5 Determinação de glutationa reduzida, lipoperoxidação e carbonilação de 
proteínas 
 
 A concentração GSH e outros tióis não proteícos foram determinados através 
do método descrito por Sedlak e Lindsay (1968). O método baseia-se na 
precipitação de proteínas e posterior reação de tióis não proteicos com o DTNB 
gerando produto que absorve luz a 415 nm (Anexo 19).  
 O índice de peroxidação lipídica (LPO) foi avaliado através da quatificação 
dos produtos finais da peroxidação lipídica, incluindo o MDA, através da reação de 
TBARS, adaptado de Federici et al. (2007), em que a reação do MDA com o ácido 
tiobarbitúrico (TBA) produz um cromóforo que pode ser medido a 532nm (Anexo 20).  
 O índice de carbonilação de proteínas (CP) foi determinado por método 
descrito por Levine e colaboradores (1994), baseado na reação das proteínas 
carboniladas com 2,4-dinitrofenil-hidrazina (DNPH) formando dinitrofenil hidrazonas, 
detectáveis a 370 nm (Anexo 21). 
 
4.4 ANÁLISE ESTATÍSTICA 
 
 Em N. rossii submetida a estresse térmico de longo prazo, o efeitos das 
variáveis independentes, temperatura (0, 4  e 8ºC) e tempo de exposição (1, 4, 15 e 
30 dias), e as possíveis interações entre eles foram avaliadas através da análise de 
variância de duas vias (ANOVA two-way). Em N. coriiceps, devido à mortalidade dos 
grupos expostos a 8ºC por 15 e 30 dias, foi aplicada uma ANOVA de duas vias 
parcial, sendo que as temperaturas e tempos de exposição considerados foram 0, 4, 
e 8°C para 1 e 4 dias, 0 e 4°C para 1, 4, 15, e 30 dias. Em ambos os casos, o pós-
teste de Tukey foi utilizado para a comparação posterior das médias e o teste de 
Levene a priori para testar a homogeneidade das variâncias. O nível de significância 
utilizado foi de 5% e os dados apresentados em média e erro padrão da média 
(SEM).  
 Os dados obtidos com N. rossii e N. coriiceps submetidas a estresse térmico 
de curto prazo, foram, num primeiro momento, submetidos ao teste de Levene para 
verificar a homogeneidade das amostras. Em seguida, foi realizada uma análise de 
variância de duas vias (ANOVA two-way), comparando o efeitos das variáveis 
independentes, temperatura (0 e 8ºC) e tempo de exposição (2, 4, 6, 12, 24, 72 e 
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144h), seguida por pós-teste de Tukey. O nível de significância utilizado foi de 5% e 
os dados apresentados em média e SEM.   
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5 RESULTADOS  
 
5.1 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO NO POTENCIAL OSMORREGULATÓRIO 
BRANQUIAL  
 
 Em N. rossii, os níveis de atividade da NKA mantiveram-se constantes nos 
peixes mantidos a 0ºC por até 144h. A temperatura de 8ºC e o tempo de exposição, 
a partir de 24h, modularam positivamente a NKA, sendo que os níveis de atividade 
foram significativamente maiores (P<0,05) que os apresentados pelo grupo controle. 
Além disso, os animais mantidos a 8ºC por 144h apresentaram os maiores valores 
(P<0,05) para os níveis de atividade da NKA (Figura 12A; Tabela 1). 
 Nem a temperatura, nem o tempo de exposição alteraram os níveis de 
atividade da NKA em N. coriiceps (Figura12; Tabela 1). 
 




-ATPASE (NKA) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 

























































































LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 
TABELA 1 - RESULTADOS DO TESTE DE ANOVA (DUAS VIAS) REALIZADO OS NÍVEIS DE 




-ATPASE (NKA) NAS BRANQUIAS DE Notothenia rossii  E 
Notothenia coriiceps.  
 Notothenia rossii Notothenia coriiceps 
 Temperatura Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
F 73,88 13,60 12,25 2,14 2,28 0,57 
P <0,01* <0,01* <0,01* 0,15 0,06 0,72 
FATORES: temperatura (TE) (0° E 8°C) e tempo de exposição (TI) (2, 6, 12, 24, 72, 144 




5.2 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO NOS NÍVEIS DE 
ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS  
 
 Ambas as espécies sobreviveram aos experimentos de choque térmico a 4°C 
em todos os tempos de exposição. Nos experimentos de 8°C somente N. rossii 
sobreviveu até 30 dias de exposição e N. coriiceps somente até 4 dias.  
 A exposição de N. rossii a 4ºC não alterou os níveis de atividade da CS 
branquial. Os níveis de atividade da CS, a 8ºC, apresentaram aumentos transientes 
em 1 dia de exposição, em relação a 4ºC, e em 15 dias de exposição, em relação ao 
controle (Figura 13A; Tabela 2). Em N. coriiceps, o aumento da temperatura e o 
tempo de exposição não alteraram os níveis de atividade da CS branquial (Figura 
13B; Tabela 2) 
 
FIGURA 13 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DE CITRATO SINTASE (CS) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
(erro padrão da média). 
  
 Os níveis de atividade da MDH nas brânquias de N. rossii aumentaram de 
maneira significativa, somente em 8°C a partir de 15 dias de exposição, sendo que, 
em 30 dias a essa temperatura, os níveis de atividade da MDH diminuem, em 
relação a 15 dias (Figura 14A; Tabela 2). Em N. coriiceps, os níveis de atividade da 
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FIGURA 14 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DE MALATO DESIDROGENASE (MDH) NAS 
BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE 
LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 
7 e 11 - 15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças 
significativas (P≤0,05) entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças 
encontradas dentro de um grupo térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os 
dados estão expressos como média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da LDH nas brânquias de N. rossii foram maiores 
apenas em 15 dias a 8ºC (Figura 15A; Tabela 2). Em N. coriiceps, a exposição a 4ºC 
elevou os níveis de atividade da LDH após 15 e 30 dias de exposição; os níveis de 
atividade da LDH foram maiores em 1 dia a 8ºC, em relação a 0 e 4ºC, e 15 dias a 
8ºC, em relação ao controle (Figura 15B; Tabela 2). 
FIGURA 15 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DE LACTATO DESIDROGENASE (LDH) NAS 
BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE 
LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
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TABELA 2 - RESULTADOS DA ANOVA (DUAS VIAS) PARA OS NÍVEIS DE ATIVIDADE 
DAS ENZIMAS CS (CITRATO SINTASE), MDH (MALATO DESIDROGENASE) E LDH 
(LACTATO DESIDROGENASE) EM BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia 
coriiceps.  





Temperatura  Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
CS 
F 9.13 10.93 3.21 1.69 2.61 0.10 
p <0.01* <0.01* 0.007* 0.19 0.06 0.98 
MDH 
F 62.13 18.29 20.86 2.28 13.69 0.07 
p <0.01* <0.01* <0.01* 0.11 <0.01* 0.99 
LDH 
F 10.36 6.16 9.15 8.96 15.22 2.07 
p <0.01* <0.01* <0.01* <0.01* <0.01* 0.09 
FATORES: Temperatura (TE) (0° 4°e 8°C) e tempo de exposição (TI) (1, 4, 15 e 30 dias). * Indica 
diferenças significativas. 
 
5.3 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO NOS NÍVEIS DE 
ATIVIDADE DE ENZIMAS DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS 
 
 Notothenia rossii e N. coriiceps toleraram a transferência abrupta de 0 para 
8ºC, já que nenhum animal morreu durante os bioensaios.  
 O tempo de exposição e a temperatura não alteraram os níveis de atividade 
da HK nas brânquias de N. rossii (Figura 16A; Tabela 3) e N. coriiceps (Figura 16B; 
Tabela 3).  
 
FIGURA 16 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA HEXOQUINASE (HK) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os dados estão expressos como média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Em N. rossii, os níveis de atividade da PFK não se alteraram em resposta à 
temperatura (Figura 17A; Tabela 3). Em N. coriiceps, os níveis de atividade da PFK 
não se alteraram com a elevação da temperatura (Figura 17B; Tabela 3).  
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FIGURA 17 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA FOSFOFRUTOQUINASE (PFK) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição.Os dados estão expressos como média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da CS branquial de N. rossii não se alteraram com a 
elevação da temperatura (Figura 18A; Tabela 3). Em N. coriiceps, os níveis de CS 
aumentaram após 144h de exposição a 8ºC (Figura 18B; Tabela 3). 
 
FIGURA 18 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA CITRATO SINTASE (C) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da MDH não foram alterados pela exposição a 8ºC em 
N. rossii (Figura 19A; Tabela 3). Em N. coriiceps, os níveis de atividade da MDH 
aumentaram em 144h a 8ºC (Figura 19B; Tabela 3). 
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FIGURA 19 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA MALATO DESIDROGENASE (MDH) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Em N. rossii, os níveis de atividade da LDH foram significativamente menores 
nos animais submetidos a 8ºC, de 2 a 12h; em 24h, foram semelhantes ao controle; 
a partir de 72h, foram signiicativamente maiores a 8ºC (Figura 20A; Tabela 3). Em N 
coriiceps, os níveis de atividade da LDH aumentaram a partir de 72h a 8ºC (Figura 
20B; Tabela 3). 
 
FIGURA 20 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA LACTATO DESIDROGENASE (LDH) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
 LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas  
- 8ºC. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes 
tempos de exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão 
expressos como média + SEM (erro padrão da média). 
 























































































































































 Em N. rossii, os níveis de atividade da G6PDH não variaram com a 
temperatura (Figura 35A Tabela 7). Em N. coriiceps, os níveis de atividade de 
G6PDH foram significativamente menores a 8ºC até 12h. A partir de 24h, foram 
semelhantes ao grupo controle (Figura 35B; Tabela 7). 
 
FIGURA 21 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA GLICOSE-6-FOSFATO DESIDROGENASE (G6PDH) NAS 
BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO 
PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
FATORES: Temperatura (TE) (0° e 8°C) e tempo de exposição (TI) (2, 6, 12, 24, 72, 144 horas). * 
Indica diferenças significativas. 
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5.4 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO NOS NÍVEIS DE 
INTERMEDIÁRIOS METABÓLICOS BRANQUIAIS 
 
 Os níveis de glicogênio, nas brânquias de N. rossii, mantiveram-se 
constantes, ao longo de todo o período de exposição a 8ºC. (Figura 22A; Tabela 4). 
Em N. coriiceps foi observada uma redução nos níves de glicogênio a partir de 72h 
de exposição a 8ºC (Figura 22B; Tabela 4). 
 
FIGURA 22 - NÍVEIS DE GLICOGÊNIO NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e Notothenia 
coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de lactato, nas brânquias de N. rossii a 8ºC permaneceram 
constantes, e semelhantes ao apresentado pelo controle, exceto após 6h, em que se 
TABELA 3: RESULTADOS DO TESTE DE ANOVA (DUAS VIAS) PARA AS ENZIMAS HK 
(HEXOQUINASE), PFK (FOSFOFRUTOQUINASE), CS (CITRATO SINTASE), MDH (MALATO 
DESIDROGENASE), LDH (LACTATO DESIDROGENASE) E G6PDH (GLICOSE-6-FOSFATO 
DESIDROGENASE) EM BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia coriiceps.  
  Notothenia rossii Notothenia coriiceps 
  Temperatura Tempo  TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
HK 
F 0,19 1,42 0,20 0,01 0,14 0,59 
p 0,67 0,22 0,96 0,92 0,98 0,71 
PFK 
F 0,28 1,34 0,72 2,05 3,11 1,70 
p 0,59 0,25 0,61 0,16 0,01* 0,14 
CS 
F 0,004 1,53 0,69 10,67 18,05 3,70 
p 0,95 0,19 0,63 <0,01* <0,01* <0,01* 
MDH  
F 2,43 1,47 0,41 6,80 12,47 4,16 
p 0,12 0,21 0,84 0,01* <0,01* <0,01* 
LDH 
F 3,11 12,24 14,89 17,38 0,73 3,83 
p 0,08 <0,01* <0,01* <0,01* 0,60 <0,01* 
G6PDH 
F 0,007 1,53 0,81 10,27 10,98 2,07 
p 0,93 0,19 0,55 0,01* <0,01* 0,08 


















































































observou um aumento significativo desses níveis (Figura 23A; Tabela 4). Em N. 
coriiceps, nos animais submetidos a 8ºC, os níveis de lactato aumentaram a partir de 
6h de exposição, sendo que, após 144h, os níveis de lactato atingiram os maiores 
valores (Figura 23B; Tabela 4). 
 
FIGURA 23 - NÍVEIS DE LACTATO NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e Notothenia coriiceps 
SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
 LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de piruvato nas brânquias de N. rossii permaneceram constantes ao 
longo de todo o período de exposição a 0 e a 8ºC (Figura 24A; Tabela 4), sendo o 
mesmo observado nas brânquias de N. coriiceps (Figura 24B; Tabela 4). 
 
FIGURA 24 - NÍVEIS DE PIRIVATO NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e Notothenia coriiceps 
SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os dados estão expressos como média + SEM (erro padrão da média). 














































































































































TABELA 4 - RESULTADOS DO TESTE DE ANOVA (DUAS VIAS) PARA NÍVEIS DE GLICOGÊNIO, 
LACTATO E PIRUVATO  NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii  E Notothenia coriiceps.   
  Notothenia rossii Notothenia coriiceps 
  Temperatura Tempo  TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
Glicogênio 
F 0,03 0,34 0,16 3,93 6,80 2,36 
p 0,97 0,89 0,86 0,51 <0,01* 0,04* 
Lactato 
F 23,51 1,91 1,93 52,84 6,01 3,35 
p <0,01* 0,10 0,09 <0,01* <0,01* <0,01* 
Piruvato 
F 2,59 3,14 0,44 0,18 0,59 0,16 
p 0,11 0,01* 0,82 0,67 0,71 0,98 
FATORES: Temperatura (TE) (0° e 8°C) e tempo de exposição (TI) (2, 6, 12, 24, 72, 144 horas). * 
Indica diferenças significativas (P<0,05). 
 
5.5 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO NOS NÍVEIS DE 
ATIVIDADE DE ENZIMAS DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE 
 
 A temperatura não alterou os níveis de atividade da SOD nas brânquias de N. 
rossii (Figura 25A; Tabela 5). Em N. coriiceps, 4 dias de exposição a 4ºC e 8ºC 
elevou os níveis de atividade da SOD (Figura 25B; Tabela 5). 
 
FIGURA 25 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA SUPERÓXIDO DISMUTASE (SOD) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
(erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da CAT não se alteraram em resposta a elevação da 
temperatura em N. rossii (Figura 26A; Tabela 5). Em N. coriiceps, os níveis de 
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FIGURA 26 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA CATALASE (CAT) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii 
E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
(erro padrão da média). 
 
 O aumento da temperatura alterou dos níveis de atividade da GST branquial 
em N. rossii (Figura 27A; Tabela 5). Em N. coriiceps, observou-se um aumento dos 
níveis de atividade da GST no tempo de exposição de 4 dias a 8ºC (Figura 27B; 
Tabela 5). 
 
FIGURA 27 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA GLUTATIONA-S-TRANSFERASE (GST) NAS BRÂNQUIAS 
DE Notothenia rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
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TABELA 5 - RESULTADOS DO TESTE ANOVA (DUAS VIAS) PARA OS NÍVEIS DE 
ATIVIDADE DAS ENZIMAS SOD (SUPERÓXIDO DISMUTASE), CAT (CATALASE), GST 
(GLUTATIONA-S-TRANSFERASE) EM BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia 
coriiceps.  
  
Temperatura  Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
  
N. rossii N. coriiceps 
SOD 
F 3.31 16.20 1.43 7.26 44.68 2.39 
p 0.04* <0.01* 0.21 <0.01* <0.01* 0.05* 
CAT 
F 4.72 11.13 2.64 46.28 3.46 0.76 
p 0.01* <0.01* 0.02* <0.01* 0.02 0.55 
GST 
F 3.23 102.96 2.91 1.05 16.56 1.16 
P 0.04* <0.01* 0.01* 0.36 <0.01* 0.33 
FATORES: temperatura (TE) (0° 4°e 8°C) e tempo de exposição (TI) (1, 4, 15 e 30 dias).* Indica 
diferenças significativas 
 
5.6 NÍVEIS DE TIÓIS NÃO PROTEICOS E DE LIPOPEROXIDAÇÃO APÓS 
ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
 
 Os níveis de tióis não proteicos (GSH), em N. rossii, diminuíram em 30 dias 
de exposição a 8ºC, em relação à 4ºC (Figura 28A; Tabela 6). Em N. coriiceps, os 
níveis de GSH diminuíram com a exposição a 8ºC, em 1 e 4 dias de exposição 
(Figura 28B; Tabela 6).  
 
FIGURA 28 - NÍVEIS DE GLUTATIONA REDUZIDA (GSH) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E 
Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
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 O aumento da temperatura elevou os níveis de MDA, indicador de LPO, nas 
brânquias de N. rossii em todos os tempos de exposição. Em 30 dias a 8ºC, os 
níveis de MDA foram, inclusive, maiores em relação aos demais grupos 
experimentais (Figura 29A; Tabela 6). Nas brânquias de N. coriiceps, os níveis de 
MDA aumentaram após 15 dias de exposição a 4ºC. Nos animais expostos a 8ºC 
por 4 dias, os níveis de MDA foram significativamente maiores que os apresentados 
pelo controle (Figura 29B; Tabela 6). 
 
FIGURA 29 - NÍVEIS DE MALONDIALDEÍDO (MDA) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E 
Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; 1, 5 e 9 - 1 dia; 2, 6 e 10 - 4 dias; 3, 7 e 11 - 
15 dias; 4, 8 e 12 - 30 dias. Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (P≤0,05) 
entre os tempos correspondentes de exposição ou diferenças encontradas dentro de um grupo 
térmico. Atividades expressas em U/mg de proteína. Os dados estão expressos como média + SEM 
(erro padrão da média). 
 
TABELA 6 - RESULTADOS DO TESTE ANOVA (DUAS VIAS) PARA OS NÍVEIS DE GSH 
(GLUTATIONA REDUZIDA) E MDA (MALONDIALDEÍDO) EM BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii E Notothenia coriiceps.  
  
Temperatura  Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
  
N. rossii N. coriiceps 
GSH 
F 6.99 9.02 1.55 19.95 35.37 1.98 
p <0.01* <0.01* 0.17 <0.01* <0.01* 0.11 
MDA 
F 62.31 7.07 3.60 16.50 86.09 2.95 
p <0.01* <0.01* <0.01* <0.01* <0.01* 0.02* 
FATORES: temperatura (TE) (0° 4°e 8°C) e tempo de exposição (TI) (1, 4, 15 e 30 dias). * Indica 
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5.7 NÍVEIS DE ATIVIDADE DE ENZIMAS DO SISTEMA ANTIOXIDANTE APÓS 
ESTRESSE TÉRMICOS DE CURTO PRAZO 
 
 Os níveis de atividade da SOD não variaram em resposta ao aquecimento ao 
longo das 144h de exposição, tanto nas brânquias de N. rossii (Figura 30A; Tabela 
7), quanto de N. coriiceps (Figura 30B; Tabela 7). 
 
FIGURA 30 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA SUPERÓXIDO DISMUTASE (SOD) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os dados estão expressos como média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Em N. rossii, de 2 a 12 h de exposição a 8ºC, os níveis de atividade da CAT 
foram significativamente maiores. A partir de 24h, os níveis de atividade da CAT 
apresentaram valores semelhantes aos do grupo controle (Figura 31A; Tabela 7). 
Em N. coriiceps, os níveis de atividade da CAT não variaram com a elevação da 























































FIGURA 31 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA CATALASE (CAT) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii 
e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da GST nas brânquias de N. rossii não variaram com a 
temperatura (Figura 32A; Tabela 7). Em N. coriiceps, os níveis de atividade da GST 
aumentaram nas primeiras 6h de exposição. A partir de 12h, os níveis de atividade 
da GST passam a ser semelhantes ao do grupo controle (Figura 32B; Tabela 7). 
 
FIGURA 32 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA GLUTATIONA-S-TRANSFERASE (GST) NAS BRÂNQUIAS 
DE Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Em N. rossii, os níveis de atividade da GR não variaram com a temperatura 
(Figura 33A; Tabela 7). Em N. coriiceps, os níveis de atividade da GR aumentaram 
apenas em 72h de exposição a 8ºC (Figura 33B; Tabela 7). 
 











































































































































FIGURA 33 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA GLUTATIONA REDUTASE (GR) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de atividade da GPx não variaram com o aumento da temperatura 
em N. rossii (Figura 34A; Tabela 7) e em N. coriiceps (Figura 34B; Tabela 7). 
 
FIGURA 34 - NÍVEIS DE ATIVIDADE DA GLUTATIONA PEROXIDASE (GPx) NAS BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 

















































































































































































TABELA 7 - RESULTADOS DO TESTE ANOVA (DUAS VIAS) PARA AS ENZIMAS SOD 
(SUPERÓXIDO DISMUTASE), CAT (CATALASE), GST (GLUTATIONA-S-TRANSFERASE), 
GR (GLUATIONA REDUTASE), GPx (GLUTATIONA PEROXIDASE) E G6PDH (GLICOSE-
6-FOSFATO DESIDROGENASE) EM BRÂNQUIAIS DE Notothenia rossii  E Notothenia 
coriiceps.  
  
Notothenia rossi Notothenia coriiceps 
  
Temperatura  Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
SOD 
F 1,11 1,25 0,04 1,26 0,51 0,70 
p 0,29 0,29 0,99 0,26 0,77 0,62 
CAT 
F 180,27 74,35 42,70 6,63 1,52 1,52 
p <0,01* <0,01* <0,01* 0,01* 0,19 0,19* 
GST 
F 0,03 1,13 0,32 25,64 37,67 7,78 
p 0,86 0,35 0,90  <0,01* <0,01* <0,01* 
GR 
F 3,36 3,22 0,77 3,38 7,72 10,37 
p 0,07 0,01* 0,58 0,07 <0,01* <0,01* 
GPx 
F 0,58 23,62 2,52 0,08 7,08 0,42 
p 0,44 <0,01* 0,03* 0,78 <0,01* 0,84 
Fatores: temperatura (TE) (0°e 8°C) e tempo de exposição (TI) (2, 6, 12, 24, 72, 144 horas). * Indica 
diferenças significativas 
 
5.8 NÍVEIS DE TIÓIS NÃO PROTEICOS E DE MARCADORES DE ESTRESSE 
OXIDATIVO APÓS ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
 
 Os níveis de GSH nas brânquias de N. rossii foram significativamente maiores 
nos animais submetidos por 6 e 12h a 8ºC; a partir de 24h a 8ºC, os níveis de GSH 
apresentam valores semelhantes aos apresentados pelo grupo controle (Figura 35A; 
Tabela 8). Em N. coriiceps, os níveis e GSH não variaram em resposta ao aumento 
da tempertaura (Figura 35B; Tabela 8). 
FIGURA 35 - NÍVEIS DE GLUTATIONA REDUZIDA (GSH)  NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e 
Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 













































































 Os níveis de MDA nas brânquias de N. rossii foram significativamente maiores 
de 24 a 144h a 8ºC (Figura 36A; Tabela 8). Em N. coriiceps, os níveis de MDA 
mantiveram-se constantes por todo o período de exposição (Figura 36B Tabela 8). 
 
FIGURA 36 - NÍVEIS DE MALONDIALDEÍDO (MDA) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii e 
Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 
 Os níveis de CP, em N. rossii, foram significativamente maiores nas primeiras 
2h a 8ºC; a partir de 12h de exposição, foram semelhantes aos do grupo controle 
(Figura 37A; Tabela 8). Nas brânquias de N. coriiceps, os níveis de CP não variaram 
com o tempo de exposição nem com a temperatura (Figura 37B; Tabela 8). 
 
FIGURA 37 - NÍVEIS DE PROTEÍNAS CARBONILADAS (CP) NAS BRÂNQUIAS DE Notothenia 
rossii e Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO PRAZO 
LEGENDA: A) Notothenia rossii; B) Notothenia coriiceps; barras brancas - 0ºC; barras pretas - 8ºC. 
Os números sobre as barras indicam diferenças significativas (p<0,05) entre os diferentes tempos de 
exposição. Os asteriscos indicam diferenças entre as temperaturas.Os dados estão expressos como 
média + SEM (erro padrão da média). 
 































































































































































TABELA 8: RESULTADOS DO TESTE ANOVA (DUAS VIAS) PARA OS NÍVEIS DE GSH 
(GLUTATIONA REDUZIDA), MDA (MALONDIALDEÍDO) E CP (PROTEÍNAS 
CARBONILADAS) EM BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii E Notothenia coriiceps.  
  
Temperatura  Tempo TE x Ti Temperatura Tempo TE x Ti 
  
N. rossii N. coriiceps 
GSH 
F 5,65 5,94 3,26 1,73 2,74 0,25 
p 0,02* <0,01* 0,01* 0,94 0,02* 0,94 
MDA 
F 21,03 2,79 2,52 0,07 1,77 0,99 
p <0,01* 0,02* 0,03* 0,79 0,13 0,42 
CP 
F 1,37 7,12 2,01 0,008 3,62 1,78 
p 0,25 <0,01* 0,85 0,93 <0,01* 0,12 
FATORES: Temperatura (TE) (0°e 8°C) e tempo de exposição (TI) (2, 6, 12, 24, 72, 144 horas). * 





 A compreensão dos efeitos da elevação da temperatura sobre o metabolismo 
de organismos marinhos antárticos é fundamental para estudos ecológicos e de 
biologia adaptativa, principalmente considerando as alterações nas temperaturas 
oceânicas na região da Península Antártica, registradas nas últimas décadas. Foram 
realizados dois conjuntos de experimentos para avaliar os efeitos do estresse 
térmico no potencial osmorregulatório, metabolismo energético e sistema de defesa 
antioxidante em brânquias de dois nototenídeos antárticos congenéricos, N. rossii e 
N. coriiceps. O primeiro conjunto de experimentos pretendeu verificar se ambas as 
espécies conseguiriam tolerar longos períodos de exposição (até 30 dias), após 
choque térmico, a temperaturas muito superiores à média das águas da Antártica, 
mas utilizadas em outros trabalhos que pretenderam avaliar a plasticidade térmica 
de peixes antárticos (BRODTE et al., 2008; BUCKLEY; SOMERO; 2009; THORNE et 
al., 2010; WINDISCH et al., 2011; MACHADO et al., 2014; WINDISCH et al., 2014). 
As espécies estudadas no presente estudo não responderam de forma semelhante, 
já que N. coriiceps não conseguiu sobreviver por mais de 6 dias a 8ºC, enquanto N. 
rossii sobreviveu até 30 dias a 8ºC. Por isso, foram planejados experimentos de 
menor duração (até 144h, ou seja, 6 dias) com o objetivo de verificar se alterações 
no potencial osmorregulatório, metabolismo de carboidratos ou no sistema de defesa 
antioxidante contribuiriam com uma maior ou menor tolerância térmica em ambas as 
espécies. 
 
6.1 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO NO POTENCIAL OSMORREGULATÓRIO 
BRANQUIAL 
 
 Com relação ao potencial osmorregulatório de N. rossii e N. coriiceps 
submetidas a estresse térmico de curto prazo, foi observado que, enquanto os níveis 
de atividade da NKA branquial, em N. coriiceps, não foram alterados pela 
temperatura e pelo tempo de exposição, em N. rossii a temperatura de 8ºC modulou 
positivamente a atividade da NKA. Ou seja, ambas as espécies apresentaram um 




 O aumento dos níveis de atividade da NKA pode ser correlacionado com uma 
redução da osmolalidade sérica, já que essa enzima atua gerando o gradiente 
eletroquímico que direciona o efluxo de Na+ e Cl- em peixes marinhos. Ou seja, em 
N. rossii, a exposição aguda a 8ºC pode ter levado a uma redução na osmolalidade. 
Resultados obtidos em nosso grupo de pesquisa (dados não publicados) sugerem 
uma diminuição significativa da osmolalidade de N. rossii submetida a aquecimento 
de 8ºC, já que foram observados níveis extremamente baixos das concentrações 
plasmáticas de Cl-, principalmente no tempo de exposição de 30 dias, sugerindo que 
os níveis de atividade da NKA permanecem elevados, podendo aumentar, inclusive, 
em exposição crônica ao aquecimento. 
 A alteração na osmolalidade é considerada uma resposta secundária ao 
estresse, sendo uma das consequências do aumento dos níveis séricos de cortisol 
(BARTON, 2002). Em peixes, o cortisol, além de mediar as respostas ao estresse, 
atua secundariamente na regulação iônica, função essa desempenhada pela 
aldosterona em vertebrados superiores (ABO HEGAB; HANKE 1984; LAIZ-
CARRION et al. 2003). Alguns estudos verificaram uma correlação positiva entre 
aumento nos níveis de cortisol, proliferação das células de cloreto e aumento nos 
níveis de atividade da NKA (FOSKETT et al. 1983; MCCORMICK 1995; DANG et al. 
2000), além de uma maior expressão das subunidades α da NKA (MADSEN et al., 
1995; DEANE, et al., 2000), responsável pela atividade catalítica da enzima. 
Entretanto, isso parece não ser uma regra, já que, em T. bernacchii aclimatados a 
4ºC por 4 semanas, a osmolalidade sérica diminuiu, mas os níveis de cortisol 
mantiveram-se constantes (HUDSON et al., 2008). 
 Os níveis de atividade aumentados de NKA poderiam ser consequência, 
também, do aumento da fluidez de membrana, resultado de uma alteração na 
composição dos ácidos graxos, o que favoreceria a atividade de alguns 
transportadores de membrana, como a NKA (GIBBS, 1995). Essa alteração na 
fluidez de membrana é dependente da temperatura, mas pode ocorrer tanto em 
animais aclimatados ao calor quanto ao frio. Na truta arco-íris, Oncorhynchus 
mykiss, aclimatada a elevadas temperaturas, por exemplo, houve uma alteração na 
composição lipídica das membranas, devido a um aumento dos níveis de colesterol 
e diminuição dos ácidos graxos poliinsaturados (ROBERTSON; HAZEL, 1995). Já 
em Rutilus rutilus e Salvelinus alpinus, ambos peixes de água doce, a atividade da 
NKA, em brânquias e rins, aumentou com a aclimatação ao frio (SCHWARZBAUM et 
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al., 1991), como consequência de alterações na composição lipídica, principalmente 
aumento da proporção de ácidos graxos insaturados e aumento das cadeias 
lipídicas, para garantir a fluidez das membranas em temperaturas mais frias (HAZEL, 
1984).  
 Conforme será discutido adiante (seção 6.3), o elevado índice de LPO em N. 
rossii submetida a estresse térmico pode indicar que houve uma alteração na fluidez 
das membranas, em decorrência dos elevados níveis de MDA, que, por sua vez, 
pode ter estimulado os níveis de atividade da NKA nessa espécie. Entretanto, o 
aumento dos níveis de atividade da NKA nem sempre são correlacionados à 
variação da composição lipídica e fluidez das membranas. Por exemplo, no peixe 
antártico Trematomus bernacchii, o aquecimento promoveu um aumento nos níveis 
de atividade da NKA, sem, no entanto, alterar a composição de ácidos graxos e, 
consequentemente, a fluidez (GONZALEZ-CABRERA et al., 1995).  
 A elevação da atividade da NKA após aclimatação ao calor parece ser 
resultado de outros fatores, além da elevação sérica do cortisol e alteração na 
composição lipídica das membranas. De fato, os maiores níveis de atividade da 
NKA, em resposta ao aquecimento, muito provavelmente ocorre devido a um maior 
turnover enzimático, ou seja, maior conversão de moléculas de substrato em produto 
por segundo. Isso foi demonstrado por Guynn e colaboradores (2002) em T. 
bernacchii aclimatados a 4ºC por 5 semanas, sugerindo que esse maior turnover é 






 e ATP), que, 
por sua vez, ocorre devido a uma alteração na composição de aminoácidos da 
subunidade α da NKA (GONZALEZ-CABRERA et al, 1995; GUYNN et al., 2002). 
 Se para N. rossii a exposição aguda resultou em aumento dos níveis de 
atividade da NKA, em N. coriiceps, os níveis de atividade dessa enzima não 
variaram com o tempo de exposição, nem com o aquecimento. Em um estudo com 
T. bernacchii, submetidos a 4ºC por 6 dias, também não se observou redução da 
osmolalidade, como consequência de uma maior atividade da NKA (ROBINSON, 
2008). Provavelmente, nessa espécie, o período agudo de exposição não foi 
suficiente para promover as alterações moleculares necessárias para o aumento do 
turnover da NKA. Conforme dados do nosso grupo de pesquisa, as concentrações 
plasmáticas de Cl- diminuem de forma significativa após 30 dias a 4ºC. É provável 
que longos períodos de exposição a 8ºC também resultem em uma diminuição da 
osmolalidade, como consequência do aumento dos níveis de atividade da NKA. 
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 A manutenção da tonicidade demanda energia, na ordem de 2-4% do 
consumo de oxigênio em repouso (MORGAN; IWAMA, 1999). Além disso, um dos 
processos que mais consomem energia é a síntese e manutenção da atividade da 
NKA (JOBLING, 1993). Ou seja, as consequências de um maior turnover da NKA, 
além da diminuição da osmolalidade, seria um aumento do consumo energético 
pelas brânquias. Entretanto, como será discutido na seção 6.2, o aumento dos níveis 
de atividade da NKA, com o estresse térmico de curto prazo, parece não ter 
aumentado a necessidade energéticas das brânquias de N. rossii. Também não 
houve correspondência entre a elevação da demanda energética pelas brânquias de 
N. coriiceps com aumento dos níveis de atividade da NKA, já que os níveis de 
atividade dessa enzima permaneceram constantes durante exposição de curto prazo 
a 8ºC. Provavelmente, outros eventos, além da manutenção da tonicidade, estão 
demandando grande quantidade de energia nas brânquias dessa espécie. Um dos 
efeitos do cortisol sob as brânquias é estimular a proliferação das MRC (SLOMAN et 
al., 2000), o que resulta em uma barreira de difusão mais espessa entre o sangue a 
água, dificultando as trocas gasosas através das brânquias (BINDON et al., 1994). 
Com essa barreira mais espessa, o peixe precisa aumentar a ventilação, o que 
requer maior gasto energético pelas brânquias (PERRY, 1997; SLOMAN et al., 
2000). 
 
6.2 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS 
BRANQUIAL 
 
 As alterações nos níveis de atividade das enzimas do metabolismo de 
carboidratos estudadas, após exposição a elevadas temperaturas, a curto e a longo 
prazo, não ocorreram da mesma maneira para os nototenídeos antárticos N. rossii e 
N. coriiceps.  
 Com relação ao metabolismo de carboidratos branquial de N. rossi, em 
resposta ao estresse térmico de curto prazo, os níveis de atividade das enzimas HK, 
PFK, CS e MDH não se alteraram, quando comparados com o controle, sugerindo 
uma manutenção do fluxo glicolítico e do ciclo do ácido cítrico. Nas primeiras horas 
(6h), houve aumento nos níveis de lactato, com inibição da LDH branquial, 
possivelmente por mecanismo de retroalimentação. A partir de 12h, os níveis de 
lactato retornam aos valores apresentados pelo grupo controle, seguido por um 
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aumento da LDH, após 72h. A exposição de curto prazo a 8ºC parece, então, ter 
ativado o metabolismo anaeróbico branquial em N. rossii, devido, provavelmente a 
uma redução da disponibilidade de oxigênio.  
 A manutenção dos níveis de atividade da G6PDH com o aquecimento em N. 
rossii, sugere que a glicose não está sendo direcionada às vias biosssintéticas, mas 
como substrato energético. Em peixes, a via das pentoses fosfato é usualmente 
considerada no contexto de uma menor adaptação ao frio (WALSH et al., 1985). Na 
carpa, Cyprinus carpio, por exemplo, a diminuição da temperatura da água (27 para 
17ºC), levou a uma ativação das pentoses fosfato desidrogenases, levando a um 
aumento da síntese de ácidos graxos e da deposição de gordura (SHIMENO; 
SHIKATA, 1993). 
 A quantificação do conteúdo de glicogênio é uma ferramenta interessante 
para o monitoramento do metabolismo energético de um tecido (CHANG et al., 
2007; TSENG; HUANG, 2008). O fígado é o principal sítio envovido no turnover da 
glicose em peixes e outros vertebrados (TSENG; HUANG, 2008). Entretanto, foram 
identificados depósitos de glicogênio localizados em um grupo de células nas 
brânquias de tilápia (Oreochromis niloticus), denomindas células ricas em glicogênio 
(glycogen-rich cells - GRCs). Essas células expressam isoformas branquiais tanto da 
glicogênio fosforilase (GP), quanto da glicogênio sintase (GS), indicando uma 
atividade glicogenolítica e glicogênica nas brânquias (TSENG et al., 2007). Portanto, 
as brânquias podem contar com a mobilização de suas reservas glicogênicas em 
situações que demandam grande quantidade de energia, como por exemplo, 
durante o estresse térmico (CHANG et al., 2007). 
 Em N. rossii, observou-se uma manutenção das reservas de glicogênio 
branquiais, após 144h de exposição a 8ºC. A manutenção dos fluxos glicolítico e, 
bem como a manutenção das reservas branquiais de glicogênio sugerem que o 
estresse térmico, pelo menos num curto período de exposição (até 144h), não 
promoveu uma maior mobilização das reservas energéticas branquiais em N. rossii. 
A exposição a 4ºC, mesmo por um longo período de exposição, também não alterou 
os níveis de atividade das enzimas avaliadas. A manutenção dos níveis de piruvato, 
ao longo de todo o período de exposição a 8ºC, sugere um equilíbrio entre a 
produção e o consumo desse intermediário metabólico. 
 Observou-se que os níveis de atividade de MDH e LDH nas brânquias de N. 
rossii aumentaram apenas após 15 dias de exposição a 8ºC, diminuindo novamente 
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em 30 dias a 8ºC. Como os níveis de atividade da CS aumentaram ou apresentatam 
valores semelhantes ao controle, dependendo do tempo de exposição, é provável 
que o metabolismo aeróbico branquial em N. rossii tenha sido recuperado com a 
exposição a longo prazo a 8ºC. Uma possível justificativa para a elevação da LDH, 
normalmente utilizada como marcador de metabolismo anaeróbico, juntamente com 
MDH e CS, marcadores do metabolismo aeróbico, seria a atuação de isoformas de 
LDH consumidoras de lactato, abundantes em brânquias de peixes (LOW et al., 
1993; TSENG; HWANG, 2008). Essas isoformas da LDH convertem o lactato, 
gerado por outros tecidos em anaerobiose ou produzidos pelas próprias brânquias a 
partir da glicogenólise nas GRCs (Figura 38), em piruvato, que, por sua vez, pode 
ser convertido em acetil-CoA e completamente oxidado no ciclo do ácido cítrico 
(TSENG et al., 2008). 
 Com o aquecimento, a disponibilidade de oxigênio diminui, devido à 
solubilidade do oxigênio ser inversamente proporcional à temperatura. Ao mesmo 
tempo, o metabolismo dos organismos ectotérmicos aumenta, criando uma 
incompatibilidade entre o suprimento e a demanda por oxigênio (BEERS; SIDELL, 
2011). Ou seja, em organismos ectotérmicos, a elevação da temperatura pode 
promover hipóxia (PÖRTNER et al., 2005), o que parece ter acontecido nas 
brânquias de N. rossii após exposição de curto prazo a 8ºC, sendo que, após 15 
dias, o metabolismo aeróbico foi ativado novamente. No invertebrado Arenicola 
marina (SOMMER et al., 1997) e no coração e  musculatura do peixe temperado 
Zoarces viviparus, o metabolismo aeróbico também foi ativado após um período de 
anaerobiose com o estresse térmico quente (24ºC) (VAN DJIK et al., 1999). Esse 
processo é fundamental, pois o acúmulo de intermediários da anaerobiose pode 
causar acidose metabólica (BARTON et al., 2002), limitando a performance e 
podendo levar à morte do organismo (PECK et al., 2002; PÖRTNER; FARREL, 
2008). Sommer e colaboradores (1997) afirmam que a estabilização da demanda 
por oxigênio, em resposta a estabilização da demanda energética, pode ser reflexo 
de uma aclimatação à temperaturas elevadas e, consequentemente, aumenta a 
temperatura crítica superior (temperatura em que se observa ativação do 
metabolismo anaeróbico). Portanto, é provável que N. rossii tenha conseguido 
aclimatar-se à temperatura de 8ºC após exposição de longo prazo, devido, 




FIGURA 38 - MODELO REPRESENTATIVO DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS DAS 
CÉLULAS BRANQUIAIS 
 
NOTA: O fígado desempenha um papel central no metabolismo de carboidratos, a principal fonte de 
energia utilizada pelas brânquias. Através da via glicogenolítica, o fígado libera glicose na corrente 
sanguínea, que pode ser captada pelas brânquias, tanto pelos ionócitos (células ricas em 
mitocôndrias), quanto pelas células ricas em glicogênio (GRCs). Sob condições fisiológicas normais, 
as GRCs armazenam a glicose captada na forma de glicogênio e os ionócitos oxidam completamente 
a glicose para o fornecimento de ATP para o seu metabolismo normal. Sob condições em que as 
brânquias demandam muita energia (em vermelho), o glicogênio branquial pode ser mobilizado, 
produzindo lactato, ao final do processo. O lactato, por sua vez, pode ser transportado ao ionócito, 
onde poderá ser utilizado como substrato energético, de forma adicional à glicose captada da 
corrente sanguínea. Nessas condições, o lactato circulante também poderá ser utilizado como 
substrato energético.. Legenda: célula GR - célula rica em glicogênio; GS - glicogênio sintase; GP - 
glicogênio fosforilase; LDH - lactato desidrogenase; MCT4 - transportador monocarboxilato; GLUT - 
transportador de glicose (cada tipo celular apresenta uma isoforma de GLUT diferente). FONTE: 
adaptado de HWANG et al., 2011.  
 
 Nas brânquias de N. coriiceps, as alterações nas vias do metabolismo de 
carboidratos durante a exposição a 8ºC foram distintas de acordo com o tempo de 
exposição ao estresse térmico. Em 6h, observou-se uma elevação dos níveis de 
lactato branquial, sugerindo uma ativação no metabolismo anaeróbico com o 
estresse térmico inicial. Um aumento na concentração de produtos finais do 
metabolismo anaeróbico após exposição a temperaturas elevadas já foi observado 
nas espécies de peixes antárticos P. borchegrevinki (RYAN, 1995), Pachycara 
brachycephalum e no peixe temperado Zoarces viviparus (VAN DJIK et al., 1999). O 
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acúmulo de succinato e lactato também foi observado em tecidos de peixes, tanto 
em situações de hipóxia, como de anóxia (LOW et al., 1993; OMLIN; WEBER, 2010; 
O'CONNOR et al., 2011). Ou seja, a presença desses metabólitos indica uma 
deficiência de oxigênio nos tecidos, sendo uma resposta comum dos organismos 
ectotérmicos expostos a temperaturas elevadas (VAN DJIK et al., 1999). Uma 
situação diferenciada foi observada, nas brânquias de N. coriiceps, a partir de 72h, 
pois apesar da elevação na LDH e lactato, indicativos de metabolismo anaeróbio, 
também houve elevação nos níveis de atividade de enzimas chave da respiração 
celular, CS e MDH. Além disso, percebeu-se uma redução na concentração de 
glicogênio, indicativo de glicogenólise, sugerindo um aumento na demanda 
energética das brânquias de N. coriiceps.  
 Os níveis de atividade da G6PDH reduziram nas primeiras 12h de exposição 
a 8ºC, sendo que essa resposta parece estar mais relacionada com o estresse 
oxidativo que com o metabolismo energético, portanto, será melhor dicutido na 
seção 6.3.  
 A exposição de N. coriiceps a 4ºC resultou em maiores níveis de atividade da 
LDH branquial após 30 dias de exposição, sugerindo uma ativação do metabolismo 
anaeróbico. A elevação dos níveis de atividade da MDH pode ser justificada pelo 
fato dessa enzima também atuar em outros processos, tais como gliconeogêse, 
síntese de aminoácidos, manutenção do estado redox, e transporte de metabólitos 
entre o citoplasma e organelas (GIETL, 1992; MUSRATI et al., 1998; NELSON; 
COX, 2011), que podem ter sido estimulados frente à elevação térmica.   
 Portanto, apesar de na exposição a curto prazo a 8ºC, as brânquias de N. 
coriiceps terem mantido o metabolismo aeróbico, a exposição a longo prazo a 4ºC 
parece ter induzido o metabolismo anaeróbico nessa espécie. Em temperaturas 
elevadas, a concentração de oxigênio dissolvido na água é reduzida, entretanto as 
taxas de absorção de oxigênio são aumentadas devido a sua alta taxa metabólica 
(DAS et al., 2004). Nesse contexto, apesar das brânquias apresentarem 
metabolismo altamente aeróbico, possivelmente o fornecimento de oxigênio a 
órgãos vitais, como coração e cérebro, esteja sendo priorizado e devido a isso, 
observou-se sinais metabólicos de hipóxia nesse tecido. Evans e colaboradores 
(2005) demonstraram que em caso de depleção de oxigênio, as brânquias, são o 
primeiro tecido a ser sensibilizado. 
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 Notothenia coriiceps não conseguiu sobreviver por mais de 6 dias a 
temperatura de 8ºC, apresentando menor tolerância térmica que N. rossii. MARK e 
colaboradores (2012) verificaram uma redução no desempenho de mitocôndrias de 
N. rossii a uma temperatura superior (9ºC) que de N. coriiceps (6ºC), sugerindo, 
também, uma menor tolerância térmica nessa espécie.  
 A indução da anaerobiose nas brânquias de N. coriiceps pode ter contribuído 
com a morte dos indivíduos dessa espécie após exposição de curto prazo a 8ºC. 
Sendo assim, é provável que a exposição aguda ao aquecimento comprometa os 
processos de entrega de oxigênio aos tecidos de N. coriiceps, promovendo uma 
hipóxia induzida pela temperatura. Outras espécies de peixes antárticos (T. 
bernacchhii, Trematomus hansoni e Trematomus penelli) também não conseguiram 
sobreviver após exposição aguda a elevadas temperaturas (4ºC) (ROBINSON, 
2008). A morte desses animais, assim como observado no presente estudo e por 
Podrabsky e Somero (2006), foi precedida por desorientação na coluna d'água e 
incapacidade de manutenção do equilíbrio, o que sugere uma deficiência de 
oxigênio nos tecidos. Windisch e colaboradores (2014) também observaram 
mortalidade do peixe antártico Pachycara brachycephalum submetido a estresse 
térmico de 7 (morte de um indivíduo) e 9ºC (mortalidade de 50% dos indivíduos) 
durante o período de 2 meses de exposição. Os autores apontam que essas 
temperaturas encontram-se além do limite de tolerância térmica superior a longo-
prazo dessa espécie. 
 Apesar dos dados sugerirem uma ativação da anaerobiose, é necessário 
considerar outros fatores que podem ter contribuído com a morte de N. coriiceps 
após exposição a 8ºC. Beers e Sidell (2011) verificaram um aumento nos níveis de 
mRNA do fator indutor de hipóxia-1α (HIF-1α) no coração de N. coriiceps submetida 
à respecitiva CTmax. Já foi demonstrado que a função cardíaca pode diminuir 
drasticamente após exposição aguda a elevadas temperaturas, podendo causar a 
morte (SOMERO, 2010). Além disso, devido à sensibilidade das membanas 
celulares a variações térmicas, essas estruturas podem ser desestabilizadas após 
exposição a temperaturas elevadas, o que poderia resultar em alterações no 
gradiente de pH através das membranas e alcalinização do meio intracelular (VAN 
DJIK et al., 1999). 
 Poderia-se pensar que o choque térmico teria sido responsável pela morte de 
N. coriiceps à curta exposição a 8ºC. Porém, experimentos recentes realizados por 
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nosso grupo de pesquisa (dados ainda não publicados), em que exemplares de N. 
rossii e N. coriiceps foram submetidos a aumento gradativo da temperatura da água 
(0,5ºC a cada 24h), observou-se morte de N. coriiceps após a temperatura da água 
atingir 6ºC.  
 As respostas diferentes apresentadas por N. rossii e N. coriiceps, após 
exposição a elevadas temperaturas podem estar relacionadas ao estado 
ontogenético das duas espécies. O método de coleta utilizado neste trabalho 
permitiu a captura de indivíduos juvenis de N. rossii e adultos de N. coriiceps, 
segundo Burchet (1983) e Sapota (1999). Sandesfeld e colaboradores (2015) 
apontaram que a tolerância térmica está intimamente associada ao estágio 
ontogenético. Enquanto os estágios iniciais do desenvolvimento são altamente 
sensíveis a variações térmicas, os indivíduos juvenis e adultos em crescimento 
conseguem explorar ambientes com maior variação térmica. Por outro lado, nos 
animais adultos, sexualmente maduros, a tolerância térmica diminui novamente, 
uma vez que grande parte do oxigênio é direcionado aos gametas em 
desenvolvimento (PÖRTNER; FARRELL, 2008; PÖRTNER; PECK, 2010, PECK et 
al., 2013).  
 Diante do que foi exposto, os resultados obtidos para N. coriiceps corroboram 
a hipótese inicial, sendo que se observou um aumento da demanda energética pelas 
brânquias dessa espécie e morte após 6 dias de exposição a 8ºC, devido, 
provavelmente a uma falha nos processos de entrega de oxigênio aos tecidos ou por 
danos mitocondriais. N. rossii, entretanto, parece ter conseguido reverter a condição 
de hipóxia frente a exposição prolongada ao aquecimento, conseguindo tolerar, além 
do choque térmico, a exposição prolongada a 8ºC. Nas figuras 39 a 41, encontram-
se resumidos, sob a forma de esquema, os efeitos da elevação da temperatura no 
potencial osmorregulatório e metabolismo de carboidratos nas brânquias de N. rossii 










FIGURA 39 - FIGURA ESQUEMÁTICA DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS E ATIVIDADE DA 





LEGENDA: HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato desidrogenase; CS (citrato 





















FIGURA 40 - FIGURA ESQUEMÁTICA DO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS E ATIVIDADE DA 




















LEGENDA: HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato desidrogenase; CS (citrato 
sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA (oxaloacetato). Preto: atividade não variou; verde 




FIGURA 41 - FIGURA ESQUEMÁTICA DO METABOLISMO ENERGÉTICO EM BRÂNQUIAS DE 
Notothenia rossii E Notothenia coriiceps SOB ESTRESSE TÉRMICO DE 8ºC POR ATÉ 30 DIAS 
 
LEGENDA: LDH (lactato desidrogenase; CS (citrato sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA 
(oxaloacetato).  Preto: atividade não variou; verde: atividade aumentou. 
 
 
6.3 EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO NO SISTEMA DE DEFESA 
ANTIOXIDANTE E NOS MARCADORES DE ESTRESSE OXIDATIVO 
 
 Considerando que o estresse térmico pode promover estresse oxidativo, 
foram investigadas as respostas do sistema de defesa antioxidante e em 
marcadores de danos oxidativos nas brânquias de dois nototenídeos antárticos 




 Nas primeiras horas de exposição de N. rossii a 8ºC, observou-se que os 
níveis de atividade da SOD, GST, GR, GPx e G6PDH mantiveram-se constantes, 
enquanto que os níveis de atividade da CAT e níveis de GSH, MDA e PCO 
aumentaram de forma transiente. Uma manutenção da atividade da SOD e da GPx e 
um aumento dos níveis de GSH foram observados no peixe temperado Zoarces 
viviparus após 2h de exposição ao estresse térmico frio (1ºC) (HEISE et al., 2006). A 
elevação da CAT branquial de N. rossii pode estar relacionada com o aumento da 
produção de peróxido de hidrogênio, pois um aumento de níveis de atividade de 
enzimas antioxidantes primárias, como a CAT, está associado a um maior potencial 
antioxidante de um tecido (TORT et al., 2005; LUSHCHAK; BAGNYUKOVA, 2006b; 
VINAGRE et al., 2012). Porém, apesar da elevação de CAT com o estresse térmico, 
juntamente com o aumento da concentração de GSH, houve um aumento dos 
marcadores de danos oxidativos, LPO em 24h 72 e 144h, e PC após 2h, nas 
brânquias de N. rossii. Esses resultados estão de acordo com o observado em 
outros estudos, que demonstraram um aumento da LPO promovido por estresse 
térmico de curto prazo (até 144h a 8ºC) no fígado de N. rossii (MACHADO et al., 
2014) e no rim, fígado e encéfalo de Carassius auratus  submetidos a 35ºC por até 
12h (LUSHCHAK; BAGNYUKOVA, 2006a; 2006b). Vinagre e colaboradores (2012) 
também constataram aumento da LPO e da atividade da CAT em Dicentrarchus 
labrax expostos a 28°C.  
 O status da GSH parece estar diretamente relacionado a resistência aos 
estressores oxidativos nos peixes (LEGGATT et al., 2006). Apesar do aumento do 
conteúdo de GSH em brânquias de N. rossii, não houve variação nos níveis de 
atividade da GR, GPx e GST. Heise e colaboradores (2007) relataram um perfil 
semelhante de resultados no fígado do peixe temperado Zoarces viviparus, após 2h 
de exposição ao estresse térmico frio (1ºC), sendo que não houve alteração na 
atividade das enzimas SOD e GPx e houve um aumento dos níveis de GSH. 
Portanto, o aumento dos níveis de GSH, um componente importante do sistema de 
defesa antioxidante parece estar relacionado com a resposta ao estresse térmico. 
 O aumento da LPO observado nas brânquias de N. rossii também ser 
decorrente da ação de radicais hidroxila, gerados durante a hipóxia tecidual 
verificada nesses tempos de exposição. A hipóxia tecidual pode ativar a óxido nítrico 
sintase (NOS) levando à formação de espécies reativas de nitrogênio (RNS), como 




gerando peroxinitrito (ONOO-), um agente oxidante que pode gerar o radical 
hidroxila, extremamente reativo e capaz de induzir LPO (HOCHACKA; LUTZ, 2001; 
SUBUDHI et al., 2001).  
 Com a exposição prolongada de N. rossii, tanto a 4 quanto a 8ºC, os níveis de 
atividade da SOD, CAT, GST e GSH mantiveram-se semelhantes ao controle, 
enquanto os níveis de MDA aumentaram de forma significativa a 8ºC, após 30 dias 
de exposição. Resultados semelhantes foram obtidos com o peixe antártico 
Pachycara brachycephalum, exposto a 5ºC por 11 semanas (HEISE et al., 2005). 
Nessa espécie, a manutenção ou o aumento da atividade de alguns antioxidantes 
enzimáticos, sugere que essa temperatura não é crítica para a homeostase redox 
nesses animais, mesmo tendo apresentado maiores índice de LPO hepática. 
 As brânquias de N. rossii, já num curto período de exposição a exposição a 
8ºC sofreu estresse oxidativo, devido à ocorrência de CP e LPO (Figura 42). Com o 
estresse térmico de longo prazo (30 dias a 8ºC) (Figura 43), os indices de LPO 
aumentaram ainda mais. Esse elevado índice de LPO é esperado para peixes 
antárticos sob estresse oxidativo, tendo em vista o elevado nível de ácidos graxos 
mono e poliinsaturados nesses animais (SIDELL, 1998), alvos do processo de LPO.  
 O estresse térmico de curto prazo, em N. rossii, resultou em aumento nos 
níveis de atividade da NKA, conforme apresentado e discutido anteriormente. É 
possível que o elevado índice de LPO, nessa condição experimental, tenha sido, ao 
menos parcialmente, responsável pelos maiores níveis de atividade dessa enzima. 
Como a NKA é uma enzima transmembrana, seus níveis de atividade são altamente 
dependentes da fluidez de membrana, que acaba sendo alterada pelo processo de 
LPO (REITER et al., 2014). 
 Com relação à resposta do sistema antioxidante das brânquias de N. 
coriiceps, observou-se que os níveis de atividade da SOD, CAT, GPx, e níveis de 
GSH, MDA e PCO mantiveram-se constantes, e os níveis de atividade da GST e GR 
aumentaram, enquanto os níveis de atividade da G6PDH diminuíram com o estresse 
térmico de curto prazo a 8ºC (Figura 44). A literatura já relatou manutenção dos 
níveis de CAT e SOD em N. coriiceps (MUELLER et al., 2012; MACHADO et al., 
2014) e em outras espécies de peixes antárticos (T. bernacchii, T. newnesi e P. 
borchgrevinki; ENZOR; PLACE, 2014) após exposição a elevadas temperaturas.  
 A GST apresenta função preponderante na defesa oxidativa e na eliminação 
de produtos peroxidativos do DNA e lipídios (OLIVA et al., 2012). Portanto, o 
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aumento da GST com o estresse térmico pode ter contribuído com a proteção das 
brânquias de N. coriiceps contra a LPO, como observado por Mueller e 
colaboradores (2012), em que os níveis de MDA e de proteínas oxidadas em 
coração de nototenídeos não variou após exposição às CTMax. 
 
FIGURA 42 -  FIGURA ESQUEMÁTICA DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E DANOS 





LEGENDA: ânion superóxido (O2
-.
); oxigênio molecular (O2); superóxido dismutase (SOD); peróxido 
de hidrogênio (H2O2); água (H2O); catalase (CAT); glutationa peroxidase (GPx); glutationa reduzida 
(GSH); glutationa dissulfeto (GSSG); glutationa redutase (GR); glutationa-S-transferase (GST); 
lipoperoxidação (LPO); carbonilação de proteínas (CP). Em verde: atividade ou níveis aumentaram. 
 
 
 A enzima G6PDH é fundamental para a síntese de NADPH e 5-fosforibosil 
pirofosfato, sendo que a coenzima reduzida é essencial na proteção da célula contra 
o estresse oxidativo (CARVALHO; FERNANDES, 2008). Logo, era esperado que a 
redução nos níveis de atividade da G6PDH resultasse em um prejuízo para o 
sistema de defesa antioxidante. Porém, os resultados sugerem que a exposição de 
curto prazo promoveu uma resposta do sistema antioxidante eficiente nas brânquias 





FIGURA 43 -  FIGURA ESQUEMÁTICA DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E DANOS 





LEGENDA: ânion superóxido (O2
-.
); oxigênio molecular (O2); superóxido dismutase (SOD); peróxido 
de hidrogênio (H2O2); água (H2O); catalase (CAT); glutationa peroxidase (GPx); glutationa reduzida 
(GSH); glutationa dissulfeto (GSSG); glutationa redutase (GR); glutationa-S-transferase (GST); 
lipoperoxidação (LPO); carbonilação de proteínas (CP). Em verde: atividade ou níveis aumentaram; 
em vermelho: diminuíram. 
  
 A exposição prolongada de N. coriiceps a 4ºC resultou em aumento nos níveis 
de atividade da SOD, e CAT e nos níveis de MDA, manutenção dos níveis de 
atividade de GST e GSH (Figura 45). Esses resultados sugerem que o sistema 
antioxidante de N. coriiceps foi estimulado com a exposição a elevadas 
temperaturas e que a exposição prolongada a 4ºC resultou em estresse oxidativo, ou 
seja, uma produção desequilibrada de EROs, que culminou em LPO. Da mesma 
forma que em N. rossii submetidas a estresse térmico de curto prazo, o aumento de 
LPO, observada nas brânquias de N. coriiceps sob exposição prolongada a 4ºC, 
pode ter sido decorrente, além da deficiência em seu sistema de defesa 
antioxidante, da hipóxia tecidual, que pode promover ativação da NOS e, 
consequentemente, geração de RNS (HOCHACKA; LUTZ, 2001; SUBUDHI et al., 
2001).  
 As diferenças nas respostas apresentadas por N. rossii e N. coriiceps 
submetidas a estresse térmico de curto e longo prazo podem ser justificadas por 
diferenças fenotípicas específicas para cada espécie, já identificadas em estudos 
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comparativos com peixes teleósteos filogeneticamente aparentados (MARTÍNEZ- 
ALVAREZ et al, 2005; GRIM et al., 2011; MULLER  et al., 2012; VINAGRE et al , 
2012; GRIM et al., 2013; MADEIRA et al., 2013). Por exemplo, Aksnes e Njaa 
(1981), analisaram nove espécies de peixes da costa norueguesa e verificaram que 
a atividade de SOD, CAT e GPx variaram entre as espécies, sendo que a variação 
dos níveis da CAT foi de até quatro vezes dentro de uma mesma família. Essas 
diferenças foram observadas em um estudo comparativo entre diferentes espécies 
de peixes antárticos, sendo que T. newnesi necessitou de maiores períodos de 
exposição, em relação a T. bernacchii, para compensar os danos oxidativos 
(ENZOR; PLACE, 2014). 
 
FIGURA 44 -  FIGURA ESQUEMÁTICA DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E DANOS 





LEGENDA: ânion superóxido (O2
-.
); oxigênio molecular (O2); superóxido dismutase (SOD); peróxido 
de hidrogênio (H2O2); água (H2O); catalase (CAT); glutationa peroxidase (GPx); glutationa reduzida 
(GSH); glutationa dissulfeto (GSSG); glutationa redutase (GR); glutationa-S-transferase (GST); 
lipoperoxidação (LPO); carbonilação de proteínas (CP). Em verde: atividade ou níveis aumentaram; 




FIGURA 45 -  FIGURA ESQUEMÁTICA DO SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE E DANOS 






LEGENDA: ânion superóxido (O2
-.
); oxigênio molecular (O2); superóxido dismutase (SOD); peróxido 
de hidrogênio (H2O2); água (H2O); catalase (CAT); glutationa peroxidase (GPx); glutationa reduzida 
(GSH); glutationa dissulfeto (GSSG); glutationa redutase (GR); glutationa-S-transferase (GST); 
lipoperoxidação (LPO); carbonilação de proteínas (CP). Em verde: atividade ou níveis aumentaram; 
em vermelho: diminuição. 
  
 As diferenças nas respostas do sistema antioxidante ocorrem, também, ao 
comparar tecidos e órgãos. Por exemplo, a exposição de curto prazo a 8ºC não 
alterou os níveis de atividade da CAT e SOD no fígado de N. rossii e N. coriiceps 
(MACHADO et al., 2014). No rim de N. rossii e N. coriiceps a atividade das enzimas 
antioxidantes não variou o aumento da temperatura, após 1, 4, 15 e 30 dias 
(KREBSBACH, 2014). Diferentemente do fígado e do rim, o aumento da temperatura 
estimulou a atividade dos antioxidantes nas brânquias de ambas as espécies. É 
possível que, devido a sua própria função fisiológica e contato íntimo com a água, as 
brânquias sejam diretamente afetadas pelas flutuações ambientais tendo, 
consequentemente, que apresentar um sistema de defesa antioxidante mais 
eficiente (VINAGRE et al., 2014). 
 Notothenia rossii apresentou um elevado índice de LPO, um forte indicativo 
de estresse oxidativo, que pode comprometer severamente a fisiologia do animal 
(HEISE et al., 2006). Além de comprometer a intergridade das macromoléculas, o 
estresse oxidativo prode alterar o estado redox celular, e consequentemente,  os 
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processos de sinalização celular que dependem de um estado redox específico 
(MUELLER et al., 2012). Entretanto disso, como os níveis de MDA diminuíram nas 
brânquias de N. rossii após 90 dias a 8ºC (dados não publicados), seu sistema 
antioxidante parece necessitar de um tempo maior para neutralizar os danos 
resultantes do estresse oxidativo. Os peixes antárticos T. bernacchii, T. newnesi e P. 
borchgrevinki, apesar de, num primeiro momento terem sofrido com elevação da 
PCO após estresse térmico e hipercapnia, conseguiram reverter esses danos após 
longos períodos de exposição a essas condições estressantes (ENZOR; PLACE, 
2014).  
 Com relação à origem das EROs, sob estresse térmico, o aumento da taxa 
metabólica  pode estar diretamente relacionado com a formação de EROs, conforme 
demonstrado em estudo in vivo com invertebrados marinhos (ABELE et al. 2002, 
HEISE et al., 2003, KELLER et al. 2004). A formação de EROs aumenta em 
resposta ao aquecimento também devido a indução da expressão de proteínas de 
desacoplamento (MARK et al., 2006). As proteínas de desacoplamento estão 
situadas na membrana mitocondrial interna e podem dissipar o gradiente protoiônico 
antes dele ser utilizado para direcionar a fosforilação oxidativa. Sob condições de 
hipóxia induzida por elevadas temperaturas, as proteínas de desacoplamento podem 
compensar uma transferência de elétrons prejudicada e elevado potencial de 
membrana causados por uma entrada insuficiente de oxigênio na cadeia 
respiratória. Mark e colaboradores (2006) identificaram proteinas de desacoplamento 
mitocondriais, como parte de uma resposta de estresse a longo prazo a elevadas 
temperaturas, possivelmente indicando uma diminuição na formação de energia sob 
elevadas temperaturas. 
 Outras vias, que não o extravasamento de elétrons da cadeia respiratória, 
podem estar contribuindo para a maior geração de EROs. Por exemplo, os íons Fe2+ 
liberados por grupos heme danificados poderiam também ser uma fonte de ROS, 
uma vez que esses íons participam da reação de Fenton, produzindo radicais 
hidroxila, que são altamente reativos e podem dar início à LPO (GIROTTI, 1998). 
Além disso, as células fagocíticas são abundantes nas brânquias e, sob altas 
temperaturas, exibem elevada atividade, podendo produzir de maneira exacerbada 
EROs (PRAKASH et al., 1998). No entanto, são necessários mais estudos para 
elucidar as fontes de EROs durante o estresse térmico. 
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 Por muito tempo, acreditou-se que se uma espécie estava adaptada a habitar 
águas extremamente frias, como as do oceano Austral, ela não seria tolerante a 
variações térmicas (PORTNER et al, 2000), uma vez que a teoria evolutiva afirma 
que a especialização a um conjunto restrito de condições ambientais resultaria em 
uma diminuição da capacidade de alteração do fenótipo em resposta à mudanças 
ambientais (HUEY; HERTZ, 1984). Portanto, essa plasticidade fenotípica, exibida 
por N. rossii após exposição a elevadas temperaturas, não era esperada para 
animais estenotérmicos, uma vez que é característica de animais que habitam águas 
com ampla variação térmica sazonal (HUEY; HERTZ, 1984; GUDERLEY; ST-
PIERRE, 2002). Porém, outras espécies de peixes antárticos também apresentaram 
essa compensação metabólica, após exposição a elevadas temperaturas. 
Pagothenia borchgrevinki, por exemplo, quando aclimatada à 4ºC por longos 
períodos de exposição, conseguiu manter a função cardíaca, como resultado de 
uma compensação metabólica e uma correspondente redução na demanda por 
oxigênio (FRANKLIN et al., 2007). Pachychara brachycephalum conseguiu ser 
aclimatada a 5ºC por até 10 meses, sem apresentar alterações na taxa de 
crescimento ou qualquer alteração em condições fisiológicas, apresentando uma 
compensação metabólica (LANNIG et al., 2005). O peixe estenotérmico temperado 
Lota lota consegue sobreviver às elevadas temperaturas do verão devido a uma 
redução na taxa metabólica (HARDEWIG et al., 2004). Portanto, como apontado por 
Pörtner e Knust (2007), é provável que o comprometimento do desempenho aeróbio 
seja o fator mais importante para determinar o destino de organismos marinhos em 
resposta ao aquecimento oceânico.  
 Esses resultados podem, então contribuir com as discussões sobre a 
especialização térmica dos peixes Antárticos (SEEBACHER  et al., 2005; FRANKLIN  
et al., 2007; BEERS; SIDELL, 2011; FARREL; FRANKLIN, 2016), sendo que, pelo 
menos algumas espécies, conseguem apresentar uma plasticidade térmica. Franklin 
e colaboradores (2007) levantam a hipótese de que, apesar das temperaturas frias e 
termicamente estáveis do oceano Austral, os peixes das águas antárticas tem sido 
expostos a períodos de aquecimento e resfriamento ao longo de todo o período 
geológico (CLARKE; JOHNSTON, 1996), sendo que essa variação térmica poderia 
garantir a plasticidade térmica. Outros estudos também sugerem que peixes que 
habitam latitudes mais elevadas retiveram algum nível de plasticidade térmica, 
semelhante a apresentada por peixes temperados, apesar de habitarem águas 
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termicamente estáveis. Entretanto, as respostas das espécies adaptadas ao frio são 
relativamente mais lentas e incapazes de serem detectadas após um curto período 
de exposição (BILYK; DEVRIES, 2011; BILYK et al., 2012).  
 Diante desses resultados, foi possível verificar, também, que dentre os 
parâmetros avaliados, as respostas das enzimas do metabolismo energético foram 
mais conclusivas de serem avaliadas no sentido de buscar informações sobre as 
diferenças na tolerância térmica entre N. rossii e N. coriiceps. Além disso, além das 
respostas terem sido espécie-específicas, elas foram dependentes, também, do 
tempo de exposição. Ao considerar apenas as respostas após estresse térmico de 
curto prazo, foi possível perceber algumas alterações importantes, mas que não 
foram sustentadas com os tempos de exposição maiores. Além disso, o estresse 
térmico de longo prazo exacerbou as diferenças nas respostas apresentadas entre 
essas espécies intimamente relacionadas, sugerindo que, de uma forma geral, N. 
rossii necessitou de maiores períodos de exposição, em relação a N. coriiceps, para 
compensar as perturbações metabólicas.  
 Nas figuras 46 a 49 estão representadas, de forma resumida, os efeitos do 
estresse térmico de curto e longo prazo no potencial osmorregulatório, metabolismo 






FIGURA 46 - FIGURA ESQUEMÁTICA DOS EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO 
PRAZO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS, POTENCIAL OSMORREGULATÓRIO E 






-ATPase); HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato 
desidrogenase; CS (citrato sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA (oxaloacetato); O2
-. 
(ânion 
superóxido); O2 (oxigênio molecular); SOD (superóxido dismutase); (H2O2) peróxido de hidrogênio; 
H2O (água); CAT (catalase); GPx (glutationa peroxidase); GHS (glutationa reduzida); GSSG 
(glutationa dissulfeto); GR (glutationa redutase); GST (glutationa-S-transferase); LPO 
(lipoperoxidação); CP (carbonilação de proteínas). Em verde: atividade ou níveis aumentaram; em 




FIGURA 47 - FIGURA ESQUEMÁTICA DOS EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO 
PRAZO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS E SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE NAS 
BRÂNQUIAS DE Notothenia rossii 
 
LEGENDA: HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato desidrogenase; CS (citrato 
sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA (oxaloacetato); O2
-. 
(ânion superóxido); O2 (oxigênio 
molecular); SOD (superóxido dismutase); (H2O2) peróxido de hidrogênio; H2O (água); CAT (catalase); 
GPx (glutationa peroxidase); GHS (glutationa reduzida); GSSG (glutationa dissulfeto); GR (glutationa 
redutase); GST (glutationa-S-transferase); LPO (lipoperoxidação); CP (carbonilação de proteínas). 
Em verde: atividade ou níveis aumentaram; em preto: não se alteraram. 
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FIGURA 48 - FIGURA ESQUEMÁTICA DOS EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE CURTO 
PRAZO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS, POTENCIAL OSMORREGULATÓRIO E 






-ATPase); HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato 
desidrogenase; CS (citrato sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA (oxaloacetato); O2
-. 
(ânion 
superóxido); O2 (oxigênio molecular); SOD (superóxido dismutase); (H2O2) peróxido de hidrogênio; 
H2O (água); CAT (catalase); GPx (glutationa peroxidase); GHS (glutationa reduzida); GSSG 
(glutationa dissulfeto); GR (glutationa redutase); GST (glutationa-S-transferase); LPO 
(lipoperoxidação); CP (carbonilação de proteínas). Em verde: atividade ou níveis aumentaram; em 




FIGURA 49 - FIGURA ESQUEMÁTICA DOS EFEITOS DO ESTRESSE TÉRMICO DE LONGO 
PRAZO NO METABOLISMO DE CARBOIDRATOS E SISTEMA DE DEFESA ANTIOXIDANTE NAS 
BRÂNQUIAS DE Notothenia coriiceps 
 
LEGENDA: HK (hexoquinase); PFK (fosfofrutoquinase); LDH (lactato desidrogenase; CS (citrato 
sintase); MDH (malato desidrogenase); OAA (oxaloacetato); O2
-. 
(ânion superóxido); O2 (oxigênio 
molecular); SOD (superóxido dismutase); (H2O2) peróxido de hidrogênio; H2O (água); CAT (catalase); 
GPx (glutationa peroxidase); GHS (glutationa reduzida); GSSG (glutationa dissulfeto); GR (glutationa 
redutase); GST (glutationa-S-transferase); LPO (lipoperoxidação); CP (carbonilação de proteínas). 





 Notothenia rossii e N. coriiceps, ao contrário do que foi hipotetizado 
inicialmente, apresentaram diferentes respostas frente ao estresse térmico de curto 
e longo prazo. N. rossii conseguiu tolerar a elevação abrupta de temperatura (8ºC) 
seguida por 30 dias de exposição, enquanto N. coriiceps não conseguiu sobreviver 
por mais de 6 dias a essa temperatura. 
 Com relação ao potencial osmoregulatório, o aquecimento resultou em um 
aumento dos níveis de NKA em N. rossii, provavelmente devido a um maior turnover 
enzimático. Os maiores níveis de atividade dessa enzima também podem ter sido 
decorrentes de um elevado índice de LPO, que altera a fluidez de membrana e, 
consequentemente, o funcionamento de enzimas transmembrana. As 
consequências dessa maior atividade da NKA, além de redução da osmolalidade, 
seria uma maior demanda energética pelas brânquias para a manutenção da 
tonicidade, que não foi corroborada com os dados desse estudo. A atividade da NKA 
em N. coriiceps não variou com a temperatura nos tempos de exposição avaliados.  
 Através da análise de componentes enzimáticos do metabolismo de 
carboidratos, dos níveis de glicogênio e de intermediários metabólicos, foi possível 
verificar que, em N. coriiceps, a exposição de curto prazo a elevadas temperaturas 
resultou em uma maior demanda energética e manutenção do metabolismo 
aeróbico. É provável que essa espécie não tenha conseguido tolerar longos 
períodos de exposição a elevadas temperaturas devido a problemas sistêmicos, 
como falha na distribuição de oxigênio entre os tecidos. N. rossii, por outro lado, 
parece ter conseguido ser aclimatada à temperatura de 8ºC, sendo que, nas 
brânquias dessa espécie, observou-se recuperação do metabolismo aeróbico após 
longos períodos de exposição a 8ºC. 
 Em N. rossii, observou-se um elevado índice de LPO já no estresse térmico 
de curto prazo, provavelmente em resposta à hipóxia induzida pela temperatura 
nesse órgão. A longo prazo, os índices de LPO foram ainda maiores, mesmo com 
uma ativação do sistema de defesa antioxidante, sendo essa uma resposta comum 
a peixes antárticos, devido a abundância de MUFA e PUFA, alvos da LPO. 
 Em N. coriiceps, embora o estresse térmico de curto prazo não tenha 
resultado em danos oxidativos nas brânquias, o estresse térmico de longo prazo 
resultou em aumento nos níveis de LPO, provavelmente em decorrência da 
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ANEXO 1 - Protocolo para determinação da concentração de proteínas 
 
BRADFORD, M. A rapid and sensitive method for the quantification of microgram 
quantities of protein utilizing the principle of  rotein-dye binding. Analytical 
Biochemistry. v. 72, p. 248-254, 1976. 
 
Princípio do método: O método baseia-se na interação entre o corante Coomassie 
Brilliant Blue BG-250, uma substância ácida, e proteínas com aminoácidos cujas 
cadeias laterais possuem propriedade básica ou aromática. No pH da reação, a 
interação entre a proteína e o corante BG-250 provoca o deslocamento do equilíbrio 
do corante para a forma aniônica, causando uma mudança  de coloração 
inicialmente castanha para tons de azul, absorvendo luz no comprimento de onda de 




 Extrato (µL) 
Padrão de BSA 
(µL) 
TAMPÃO (µL) 
Reativo de Bradford 
(µL) 
Amostra 10 --- --- 250 
Padrão --- 10 --- 250 




- utilizar microplacas de 96 poços 
- pipetar em triplicata (inclusive branco e padrão)  
- aguardar 5 minutos após as pipetagens (proteger da luz) - estável por até 1h 
- Verificar TODOS os valores de absorbância para averiguar se alguma das 
amostras precisa ser diluída novamente (caso o valor da ABS fique acima do valor 
correspondente a 1,0 mg BSA.ml-), ou se a curva-padrão precisa ser refeita (caso o 
r2< 0,95).  
- Calcular a concentração de proteínas 
 
Curva-padrão de albumina de soro bovino (BSA) 
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 Preparar 200 μL de uma solução de BSA a 1 mg.mL- e, a partir dessa 
solução, proceder as diluições seriadas em H2O (Milli-Q) para a obtenção das 
demais concentrações (0,5 mg.mL-; 0,25 mg.mL- e 0,125 mg.mL-). Pipetar conforme 








ANEXO 2 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
Na+/K+-ATPase (NKA)  
 
Princípio do Método:   
 Os ensaios são baseados na defosforilação do ATP para a oxidação do 
NADH, sendo a atividade da NKA determinada na fração sensível a ouabaína, 
enquanto a fração sensível ao NEM (inibidor da H+-ATPase) é utilizada para avaliar 
a atividade da H+-ATPase. 
 
Tampões: 
1)  Tampão SEI (Calcular o volume necessário para o número de amostras) 
Pesar de acordo com o volume final da solução: 
- 150mM Sacarose (S1) 
- 50mM Imidazol (I1) 
- 10mM EDTA (A4) 
Preparação do tampão: 
- Diluir num becker com água destilada e agitador magnético 
- Completar o volume final em uma proveta 
-  Ajustar o pH da solução para 7,5 com HCL (se estiver acima) ou NaOH 
(se estiver abaixo). Armazenar em frasco limpo devidamente etiquetado e 
guardar na geladeira. Esse tampão pode ser preparado com antecedência 
e não deve ser armazenado mais que um mês. 
2) Tampão de homogenização SEID 0,5%  
Pesar 0,01g de sodium deoxycholate (S8) e acrescentar a cada 10mL de 
tampão SEI que deve ser medido previamente em uma proveta. Colocar num 
Becker e dissolver com agitador magnético (Estável a temperatura ambiente 
por 1 semana). Obs.: O volume de 10 mL é o suficiente para cada 25 
amostras. 
 
Preparação do homogenado: 
- Descongelar as brânquias em gelo e retirar todos os arcos branquiais. 
- Pesar aproximadamente 40mg de tecido e homogenizar no gelo em 400 µL de 
tampão de homogeneização. 
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- Centrifugar o homogenado por 7min a 3200 g (4ºC) – Remover o sobrenatante e 
manter no gelo.  
-  O Sobrenadante pode ser congelado à -80 oC  
Preparação dos Sistemas de Reação 
- Solução de mistura 
 2 placas 3 placas 4 placas 5 placas 6 placas 7 placas 
Sol. Mistura 40mL  60mL 80mL 100mL 120mL 140mL 
30mM 
Imidazol (I1) 





0,1577g 0,2102g 0,2628g 0,3154g 0,3679g 
15mM KCL 
(C12) 




0,0243g 0,0365g 0,0486g 0,0608g 0,073g 0,0851g 
0,4mM KCN 
(C5) 
0,001g 0,0015g 0,002g 0,0025g 0,003g 0,0035g 
Pesar os reagentes colocar num Becker e acrescentar água destilada. 
Colocar a barra magnética e levar ao agitador magnético até completa 
dissolução. Acertar o volume final em uma proveta. Ajustar o pH para 9,0 com 
NaOH. 
- Solução de reação (Diluir na solução de mistura) 
 2 placas 3 placas 4 placas 5 placas 6 placas 7 placas 
Sol. reação 40mL  60mL 78mL 97mL 117mL 138mL 
1,0mM ATP 
(freezer) 
0,022g 0,033g 0,043g 0,053g 0,064g 0,076g 
0,2mM NADH 
(freezer N8129) 
0,0056g 0,0084g 0,011g 0,014g 0,016g 0,019g 
3 U/mL PK* 
(geladeira) 
24L 36L 48L 60L 72L 84L 
2 U/mL LDH* 
(geladeira) 





0,0029g 0,0044g 0,0056g 0,007g 0,0085g 0,0100g 
2mM PEP 
(Freezer) 
0,0372g 0,0558g 0,0725g 0,0902g 0,1088g 0,1283g 
Procedimento: 
- Separar 3 frascos Falcon limpos e embrulhar com papel alumínio. Identificar com 
etiqueta:  
 Frasco 1: NKA total 
 Frasco 2: Ouabaína (inibidor) 
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 Frasco 3: NEM (inibidor). 
 
- Pesar os inibidores (ver tabela abaixo).  
 
 2 placas 3 placas 4 placas 5 placas 6 placas 7 placas 
Inibidores 13mL 20mL 26mL 32mL 39mL 46mL 
2mM 
oabaína 
0,0189g 0,0291g 0,0378g 0,0465g 0,0567g 0,0669g 
2mM NEM 0,0032g 0,0050g 0,0065g 0,008g 0,0097g 0,0115g 
 
- Calcular o volume da solução de reação para 3 alíquotas. Dividir em 3 partes (1 
sem inibidores, 1 com 2mM ouabaína1 e 1 com 2mM NEM). 
- Agitar vigorosamente para permitir a completa dissolução da ouabaína na solução 
de reação.. Para o falcon contendo a solução de NEM agitar na mão por 
tombamento com movimentos suaves. 
- após determinação da concentração de proteínas pelo método de Bradford (ANexo 
2), normalizar as amostras para a concentração de 1mg.mL-1+ 
- Pipetar 5L do homogenado  
- Pipetar 5L do homogenado2 rapidamente (mantenha sempre no gelo) e 200L da 
solução de reação. (microplaca de 96 poços). 
- a Leitora irá fazer 31 leituras a 340nm em intervalos de 30 segundos para cada 
poço de cada amostra até atingir o tempo máximo de 15 minutos (os valores de 
absorbância deverá decrescer).  
  
                                                     
1
 Frascos com ouabaína devem ser protegidos da luz 
2
 Em cada microplaca são feitas 8 amostras (uma em cada linha da microplaca que contém 12 
poços). As amostras são dividas em quadruplicatas: 4 réplicas para a solução de reação, 4 réplicas 







ANEXO 3 - Preparação das amostras para a determinação dos níveis de atividade 
das enzimas do metabolismo de carboidratos avaliadas 
 
Procedimento 
1. Homogeneizar apoximadamente 150 mg de brânquias em aproximadamente 750 
µL de Tampão Tris-HCl pH 7,4 (manter a proporção de 1:5 no caso de porção menor 
ou maior de tecido); 
2. Sonicar as amostras por 15 segundos para o rompimento das membranas 
subcelulares; 
3. Centrifugar a 10.260g por 10 minutos a 4ºC 
4. Aliquotar o sobrenadante (100 µL) e congelar em -20ºC. Manter nessa condição 
até dar continuidade as análises 
5. Quantificar as proteínas pelo método de Bradford (Anexo 2). 
 
Tampão Tris-HCl 400mM pH 7,4 
MM = 121,14 
- 12,114 g em 200 mL de H2O miliQ 
- ajustar o pH com HCl ou NaOH 





ANEXO 4 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
hexoquinase (HK)   
 
BALDWIN, J.; ELIAS, J. P.; WELLS, R. M. G.; DONOVAN, D. A. Energy metabolism 
in the tropical abalone, Haliotis asinina Linné: Comparisons with temperate abalone 
species. Journal of Experimental Marine Biology and Ecology, v.342, n.2, p.213-
225. 2007.  (Obs: adaptado para microplaca de 384 poços) 
 
Princípio do Método: A HK catalisa a fosforilação da glicose formando glicose-6-
fosfato (G6P) com o gasto de ATP. A G6P produzida é reduzida à 6-fosfogluconato 
na presença de G6PDH, com redução paralela de NAD+ a NADH. 
 
 








A glicose-6-fosfato formada a partir reação da hexoquinase é medida a 340 nm após 
a adição de glicose-6-fosfato desidrogenase (G6PDH) e NADP+, seguida pela 




- Esse procedimento deve ser feito com amostra recém-homogeneizada, antes do 
seu congelamento (sem normalização). 
- Logo após a homogeneização das amostras, preparar o sistema de reação (3 mL 
para aproximadamente 10 amostras + branco, em triplicata) 
Reagentes Concentração Cubeta [Uso] SR  
Tampão Imidazol pH 7,4 50 mM 200 mM 750 µL 
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Glucose 2,0 mM 20 mM 300 µL 
ATP 2,0 mM 10 mM 600 µL 
MgCl2 10 mM 100 mM 300 µL 
NADP+ 0,4 mM 8 mM 150 µL 
Dithiothreitol (DTT) 1,0 mM 20 mM 150 µL 
KCl 2,0 mM 20 mM 300 µL 
G6PDH 0,6 U 60 U/mL 30 µL 
H2O miliQ q.s.p. 2625 µL   270 µL 
 
- Pipetar, em triplicata, 10 µL de tampão Tris-HCl 50 mM (Branco), 10 µL da amostra 
mais 70 µL do sistema de reação com a micropipeta multicanal. 
- Efetuar a leitura da cinética enzimática em 340 nm. O tempo total da leitura será de 
6 min, em intervalos de 40 segundos. Os valores de absorbância deverão aumentar 
com o tempo. 
 
Preparação dos reagentes: 
- Glucose (pode ser armazenado em 4ºC): MM = 180,16 
 0,036032g em 10 ml de H2O (mQ)  
- NADP+ (instável – preparar na hora): MM = 743,41 
 0,00596g em 1 ml de  H2O (mQ)  
- KCl (pode ser armazenado em 4ºC): MM = 74,6 
 0,05968g em 40 ml de H2O (mQ) 
- ATP (instável – preparar na hora): MM = 551,14 
 0,0110228g em 2 ml de H2O (mQ) 
- DTT (Dithiothreitol) – (fotosensível): MM = 154,25  
 0,03085g em 10 ml de H2O (mQ) 
G-6-PDH (Glucose-6-phosphate dehydrogenase) (estável por 3 semanas no freezer 
-20ºC) 
 3,9 μl para diluir em 235 μl de (NH4)2 SO4; pH 7,9 
MgCl2 (pode ser armazenado em 4ºC):MM = 95,3  





ANEXO 5  - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
fosfofrutoquinase (PFK)  
 
BALDWIN, J.; ELIAS, J. P.; WELLS, R. M. G.; DONOVAN, D. A. Energy metabolism 
in the tropical abalone, Haliotis asinina Linné: Comparisons with temperate abalone 
species. Journal of Experimental Marine Biology and Ecology, v.342, n.2, p.213-
225. 2007.  (Obs: adaptado para microplaca de 384 poços) 
 
Princípio do Método:  
 A PFK catalisa a fosforilação da frutose-6-fosfato em frutose-1,6-bisfosfato. O 
método baseia-se na reação acoplada entre PFK, aldolase (ALD), triose fosfato 
isomerase (TPI) e glicerolfosfato desidrogenase (GPDG). A frutose-1,6-bisfosfato, 
produzida pela PFK, é clivada em gliceraldeído-3-fosfato (GAP) pela ALD. A TPI 
converte GAP em diidroxiacetona-fosfato (DHAP), que atua como substrato da 
GPDH, que então utiliza NADH para reduzir DHAP em glicerol-3-fosfato.  
 
Procedimento:  
- Esse procedimento deve ser feito com amostra recém-homogeneizada, antes do 
seu congelamento (sem normalização). 
- Logo após a homogeneização das amostras preparar o sistema de reação (3 mL 




Reagentes Concentração Cubeta [Uso] SR  
Tampão Tris-HCl pH 8,2 50 mM 200mM 750 µL 
MgCl2 10 mM 100 mM 300 µL 
ATP 1,0 mM 10 mM 300 µL 
NADHx 0,15 mM 14,1 mM 33 µL 
AMP 2,0 mM 20 mM 300 µL 
KCl 250 mM 2 M 375 µL 
GDH 1 U/mL 200 U/mL 15 µL 
ALD  1,2 U/mL 413,22 U/mL 9 µL 
TPI 10 U/mL 2015 U/mL 15 µL 
H2O miliQ q.s.p. 2325 µL   550 µL 
Frutose-6-fosfato (START) 5,0mM 50 mM 8 µL 
 
- Preparação do reagentes enzimáticos (preparar na hora): 
 - Triose Fosfato Isomerase (TPI) 
  -  5 μl da TPI (11900 U) + 77 μl de (NH4)2 SO4 3,2 M pH= 6,0; 
Estoque: V= 380 μl; 5,2 mg proteína. ml-; 11900 U 
 - Glicerofosfato Desirogenase (α-GDH) 
  -:  5 μl de a-GDH (1KU) + 84 μl de (NH4)2 SO4 32 M pH=6,0;  Estoque: 
V= 280 ml; 14,1 mg 
 - Aldolase (Ald) 
  - 3 μl de (Ald) no sistema de reação (1 ml); Estoque: v=2,42ml; 1000 U; 
23 mg proteína. ml-. 
- Em microplaca de 384 poços, pipetar, em triplicata, 10 µL de tampão Tris-HCl 50 
mM (Branco), 10 µL da amostra mais 62 µL do sistema de reação com a micropipeta 
multicanal; pipetar, em cada poço, 8 µL da solução de F-6-P (START). 
9. Efetuar a leitura da cinética enzimática em 340 nm. O tempo total da leitura será 
de 8 min, em intervalos de 21 segundos. Os valores de absorbância deverão 




ANEXO 6 - - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
citrato sintase (CS)  
 
 
SABOROWSKI, I. R.; BUCHHOLZ, F. Metabolic properties of Northern krill, 
Meganyctiphanes norvegica, from different climatic zones. II. Enzyme characteristics 
and activities. Marine Biology. v. 140, n. 3, p. 557-565, 2002. 
 
 
Princípio do Método:  
 A CS é catalisa a primeira reação do Ciclo do Ácido Cítrico, a reação de 
consdensação do oxaloacetato com o acetato, proveniente da acetil coenzima A, 
produzindo citrato e coenzima A. A reação entre o DTNB e grupamento tiol da 








- Normalizar as amostras para a concentração de proteína de 1 mg. ml- 
- realizar teste de diluição das amostras, caso necessário. 
- Preparar o sistema de reação (3 mL para aproximadamente 10 amostras + branco, 
em triplicata) 
Reagentes Concentração Cubeta [Uso] SR  
Tampão Tris-HCl pH 7,4 50 mM 200mM 862,5 µL 
KCL 100 mM 2 M 172 µL 
EDTA 1,0 mM 6 mM 114 µL 
DTNB 200 mM 3 mM 231 µL 
Acetil-CoA 200 mM 6 mM 114 µL 
H2O miliQ q.s.p. 2626 µL   1131,5 µL 
Oxaloacetato (START) 500 mM 8 mM 5 µL 
 
-  Pipetar, em triplicata, 5 µL de tampão Tris-HCl 50 mM (Branco), 5 µL da amostra 
normalizada mais 70 µL do sistema de reação com a micropipeta multicanal, 
aguardar 5 minutos (proteger da luz); adicionar 5 μl da solução de oxaloacetato para 
iniciar a reação; 
9. Efetuar a leitura da cinética enzimática em 412 nm. O tempo total da leitura será 
de 8 min, em intervalos de 21 segundos. Os valores de absorbância deverão 





ANEXO 7 - - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
malato desidrogenase (MDH)  
 
CHILDRESS, J. J.; SOMERO, G. N. Depth-related enzymic activities in muscle, brain 
and heart of deep-living pelagic marine teleosts. Marine Biology. v. 52, n. 3, p. 273-
283, 1979. 
Princípio do Método: 
 A MDH catalisa a última reação do Ciclo do Ácido Cítrico, regenerando o 
oxaloacetato. O método baseia-se na avaliação de sua reação reversa, ou seja, 
redução do oxaloacetato em malato, com a oxidação de NADH a NAD+, 
quantificando o NADH consumido durante a reação. 









- Normalizar as amostras para a concentração de proteína de 1 mg. ml- 
- realizar teste de diluição das amostras, caso necessário. 
- Preparar o sistema de reação (3 mL para aproximadamente 10 amostras + branco, 
em triplicata) 
Reagentes Concentração Cubeta [Uso] SR  
Tampão Tris-HCl pH 7,4 50 mM 200mM 862,5 µL 
Oxaloacetato 0,4 mM 8 mM 172 µL 
MgCl2 20 mM 100 mM 690 µL 
NADH 0,254 mM 14,1 mM 37,95 µL 
H2O miliQ q.s.p. 2626 µL   1255,8,5 µL 
 
-  Pipetar, em triplicata, 10 µL de tampão Tris-HCl 50 mM (Branco), 10 µL da 
amostra normalizada mais 70 µL do sistema de reação com a micropipeta 
multicanal; 
9. Efetuar a leitura da cinética enzimática em 340 nm. O tempo total da leitura será 
de 8 min, em intervalos de 21 segundos. Os valores de absorbância deverão 





ANEXO 8 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
lactato desidrogenase (LDH)  
 
THUESEN, E. V.; MCCULLOUGH, K. D.; CHILDRESS, J. J. Metabolic enzyme 
activities in swimming muscle of medusae: is the scaling of glycolytic activity related 
to oxygen availability? Journal of the Marine Biological Association of the UK. v. 
85, n. 3, 603-611, 2005. 
 
Princípio do Método: 
 A LDH catalisa a conversão do piruvato em lactato, com a concomitante 
redução do NADH a NAD+, como parte do metabolismo anaeróbico. Em alguns 
tecidos, essa enzima catalisa a reção inversa, conversão do lactato em piruvato. O 
método quantifica o NADH consumido na reação. 





- Normalizar as amostras para a concentração de proteína de 1 mg. ml- 
- realizar teste de diluição das amostras, caso necessário. 






Reagentes Concentração Cubeta [Uso] SR  
Tampão Tris-HCl pH 7,4 50 mM 200mM 862,5 µL 
Piruvato de sódio 1 mM 10 mM 345 µL 
KCL 100 mM 2 M 172,5 µL 
NADH 0,254 mM 14,1 mM 62,1 µL 
H2O miliQ q.s.p. 2626 µL   3153,3 µL 
 
-  Pipetar, em triplicata, 10 µL de tampão Tris-HCl 50 mM (Branco), 10 µL da 
amostra normalizada mais 70 µL do sistema de reação com a micropipeta 
multicanal; 
9. Efetuar a leitura da cinética enzimática em 340 nm. O tempo total da leitura será 
de 8 min, em intervalos de 21 segundos. Os valores de absorbância deverão 





ANEXO 9 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
glicose-6-fosfato desidrogenase (G6PDH)  
 
CIARDIELLO, M. A.; CAMARDELLA, L. DI PRISCO, G. Glucose-6-phosphate 
dehydrogenase from the blood cells of two Antarctic teleosts: Correlation with cold 
adaptation. Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Protein Structure and 
Molecular Enzymology, 1250:76-82, 1995. (Obs: adaptado para microplaca de 384 
poços) 
 
Princípio: aumento de absorbância provocada pela redução do NADP
+
 a NADPH, a 
340 nm pela G6PDH.  
(εNADH = 6,22 mM-1.cm-1) 
 
Obs. Todas as etapas devem ser realizadas sobre gelo  
1. Homogeneizar apoximadamente 150 mg de brânquias em aproximadamente 750 
µL de Tampão Tris-HCl pH 7,4 (manter a proporção no caso de porção menor ou 
maior de tecido); 
2. Sonicar as amostras por 15 segundos para o rompimento das membranas 
subcelulares; 
3. Centrifugar a 10.260g por 10 minutos a 4ºC 
4. Aliquotar o sobrenadante (100 µL) e congelar em -20ºC. Manter nessa condição 
até dar continuidade as análises 
5. Quantificar as proteínas pelo método de Bradford. 
6. Normalizar as amostras para que as mesmas contenha a concentração de 
proteína de 1 mg/mL  





Reagentes Concentração Cubeta Uso SR 1ml 
Tampão Tris-HCl pH 7,4 100 mM 200 mM 500 µL 
Glicose-6-fosfato (Sigma G7772) 1 mM 100 mM 10 µL 
NADP+ 0,2 mM 8 mM 25 µL 
H2O  q.s.q. 875 µL   340 µL 
 
8. Pipetar, em triplicata, 10 µL de tampão (Branco), 10 µL da amostra normalizada 
mais 70 µL do sistema de reação com a pipeta multicanal. 
9. Efetuar a leitura da cinética enzimática em 340 nm. O tempo total da leitura será 
de 6 min, em intervalos de 40 segundos. Os valores de absorbância deverão 




ANEXO 10 - Protocolo padronizado para a quantificação de glicogênio  
 
BIDINOTTO, P. M.; SOUZA, R. H. S.; MORAES, G. Hepatic glycogen in eight 
tropical freshwater teleost fish: Procedure for field determinations of microsamples. 
Boletim Técnico do CEPTA-Pirassununga. v. 10, p. 53-60, 1997. 
 
Reagentes: 
- KOH 6,0 N  
- Etanol  
- K2SO4 (10%)  
- H2O destilada  
- Fenol 3,0% (0,7 mL) ou 4,1(0,5 mL)  
- Solução padrão de glicose 100 mM   
 
Procedimento: 
- Dissolver 100 mg de brânquias em 1mL de KOH 6,0 N em banho-maria fervente 
por 3 a 5 minutos (até que o tecido tenha sido totalmente dissolvido). 
- Passar 250 µL desta suspensão para um tubo de ensaio adicionando 3 mL de 
Etanol. Agitar para homogeneizar a mistura.  
- Adicionar 100 µL de K2SO4 (10%) e agitar.  
- Centrifugar a 3000 g por 3 minutos.  
- Descartar o sobrenadante invertendo o tubo.  
- Adicionar ao precipitado 2,5 mL de H2O destilada, agitando para a dissolução total. 
 
Solução Padrão Estoque (SPE) de Glicose (0,1M):  
- diluir SPE 100 vezes  100 µL do padrão em 10 mL de H2O destilada  
- concentração do padrão será de 1 mM  
1 mM  1 mMol  1 L (SPE)  
              1 µMol  1 mL  
              1 nMol  1 µL  
obs: considerando que serão utilizados 100 µL de padrão para medir sua 




TUBO Extrato (µL) 
H2O d (q.s.p. 
500µL) 
Padrão (µL) Fenol (ml) 
H2SO4 
concentrado (mL) 
Amostra 500 ---- ---- 0,5 2 
Padrão --- 400 100 0,5 2 
Branco --- 500 --- 0,5 2 








- 20 g de ácido tricloroacético 
- 100 mL de água destilada 
CuSO4 4% 
- 2g de CuSO4 
- 50 mL de água destilada 
NaOH 2% 
- 1g de NaOH 
- 50 mL de água destilada 
ρ-fenilfenol 
- 0,75 g de ρ-fenilfenol (PM=170,21) 
- 50 mL de água destilada 
 
Preparação do tecido: 
- pesar aproximadamente 100mg de tecido (brânquias) 
- homogeneizar em 1mL de TCA 20% 
- centrifugar a 3000 rpm por 3 minutos (4ºC) 
 
Curva padrão de [lactato] 
- preparar Solução Padrão de Lactato (SPL) a 0,1 mM (100 µM) 
 - 2 µL de ácido lático concentrado  
 - 1998 µL de TCA 20% 





 [lactato] (µM) Volume SPL 
(µL) 
Volume TCA 20% 
(µL) 
A 0 0 2000 
B 0,05 1 1999 
C 0,1 2 1998 
D 0,2 4 1996 
E 0,4 8 1992 
F 0,8 16 1984 
G 1,6 32 1968 
 
Teste de diluição da amostra 
 10X: 50 µL de amostra/450 µL de água destilada3 
25X: 20 µL de amostra/480 µL de água destilada    
50X: 10 µL de amostra/490 µL de água destilada  
 
Procedimento Analítico: 
- adicionar aos 500 µL de amostra diluída, padrão ou branco (50 µL de TCA20%/450 
µLde água destilada) 
 20 µL de CuSO4 4%  
 2,5 mL de H2SO4 concentrado 
- levar a banho-maria fervente por 5 minutos 
- resfriar em temperatura ambiente  
- adicionar 80 µL de ρ-fenilfenol  
- agitar em vortex 
- manter solução em repouso por 15 minutos 
- levar a banho-maria fervente por 90 segundos 
- pipetar em microplaca de 96 poços, em triplicata (200 µL/ poço) 
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- 20 g de ácido tricloroacético 
- 100 mL de água destilada 
DNPH (1% em HCl 2,0 N) 
- 0,05g de Dinitrofenilhidrazina 
- 50 mL de HCl 2,0 N 
NaOH 1,3 N 
- 13 g de NaOH 
- 250 mL de água destilada 
 
 
Preparação do tecido: 
- pesar aproximadamente 100mg de tecido (brânquias) 
- homogeneizar em 1mL de TCA 20% 
- centrifugar a 3000 rpm por 3 minutos (4ºC) 
 
 
Curva padrão de [piruvato] 
- preparar Solução Padrão de Piruvato (SPP) a 7,2 mM  
 - 1,6 mg de piruvato de sódio (PM= 110,04)  
 - 2 mL de TCA 20% 
 
- a partir da SPP, preparar as seguintes soluções 
 
 [lactato] (mM) Volume SPP 
(µL) 
Volume TCA 20% 
(µL) 
A 0 0 2000 
B 0,05 14 1986 
C 0,1 28 1972 
D 0,2 56 1944 
138 
 
E 0,4 112 1888 
F 0,8 224 1776 
G 1,6 448 1552 
 
Teste de diluição da amostra 
 1X: 500 µL de amostra4 
1,25X: 400 µL de amostra: 100 µL de água destilada  
 
Procedimento Analítico: 
- adicionar 250 µL de DNPH aos 500 µL de amostra diluída, padrão ou branco (500 
µL de TCA20%) 
- manter a 37ºC por 30 minutos (banho-maria ou estufa) 
- adicional 3 mL de NaOH 1,3 N 
- ler a 440 nm          
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ANEXO 13 - Preparação das amostras para a determinação dos componentes do 
sistema de defesa antioxidante e marcadores de danos oxidaivos 
 
1. Homogeneizar aproximadamente 0,15 g de filamentos braquiais em 0,5 ml de 
PBS, pH 7,2 
2. Completar para 2 ml 
3. Centrifugar a 12.000 g durante 20 min a 4 °C 
4. Separar alíquotas do sobrenadante em tubos de 2 ml. Congelar os tubos a -20ºC 
e armazená-los em freezer -80ºC 
 
PBS (tampão fosfato salina), pH 7,2 (1000 ml) 
1. Dissolver em 950 ml c/ água desionizada: 
7,98 g de NaCl (MM = 58,44 g.mol-1) 
0,20 g de KCl (MM = 74,56 g.mol-1) 
1,44 g de Na2HPO4 (7H2O) fosfato de sódio dibásico (MM = 268,07 g.mol-1) 
0,24 g de KH2 PO4 (fosfato de potássio monobásico (MM = 136,09 g.mol-1)) 
2. Acertar para pH 7,2 




ANEXO 14 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
superóxido dismutase (SOD)  
 
CROUCH, R. K.; GANDY, S. C.; KINSEY, G. The inhibition of islet superoxide 
dismutase by diabetogenic drugs. Diabetes, v. 30, p. 235-241, 1981.  
 
Princípio do método:  
 O princípio da reação tem como base a geração de superóxido pela 
hidroxilamina em meio alcalino, que reduz NBT em formazan. Nesse caso, a SOD 
inibe a redução de NBT em formazan, medida espectrofotometricamente a 560 nm. 
 
Reagentes: 
- Água desionizada 
- PBS, pH 7,2 
- Tampão carbonato de sódio (182 mM, pH 10,2) 
- Solução de EDTA (0,05 mM),  
- etanol 
- Azul de nitrotetrazólio (NBT) 
- Cloreto ou sulfato de hidroxilamina 
 
Procedimento 
1 –Normalizar todas as amostras para 1,0 mg.ml-1 (diluir em PBS). 
2 – Separar 600 µL de amostra, acrescentar 200 µL de etanol e centrifugar a 12.000 
g (4 °C) durante 20 min. 
3 - Pipetar 30 µL do sobrenadante da amostra (em triplicata) em microplaca de 96 
poços. 
4 - Pipetar 30 µL de etanol a 25% em PBS (branco, em triplicata) em microplaca de 
96 poços. 
5 – Pipetar 70 µL da solução de NBT 
6 – Pipetar 100 µL de solução de hidroxilamina para iniciar a reação 
7 – Medir a absorbância a 560 nm (tempo zero) e após 4 h de incubação (em 




Sistema de reação (para 100 poços - 1 placa) 
1. Solução de NBT (7,5 mL) 
Preparar solução de EDTA 1,0 mM (10 ml) (MM = 372,24 g.mol-1) 
 - 0,0037 g de EDTA sal dissódico em 10 mL de água desionizada. 
Em outro recipiente, adicionar 375 μl da solução de EDTA a 1,0 mM em 7,125 mL de 
água desionizada e dissolver 0,0018 g de NBT (MM = 817.64 g.mol-1) 
 
2. Solução de hidroxilamina (12 mL) (MM = 69.49 g.mol-1) 
 0 0,0615 g de cloreto de hidroxilamina em 12 ml de tampão carbonato de 
sódio a 182 mM, pH 10,2  
 
Análise: 




ANEXO 15 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
catalase (CAT)  
 
AEBI, H. Catalase in Vitro. Methods in Enzymology. v. 105, p. 121-126, 1984. 
 
Princípio do método: 
 Decréscimo de absorbância a 240 nm devido à degradação do peróxido de 
hidrogênio em oxigênio e água. ε H2O2= 40 M-1 cm-1 
 
Reagentes: 
- Peróxido de hidrogênio 
- Água ultrapura 
- Tampão Tris-EDTA 
- PBS, pH 7,2 
 
Procedimento: 
1 –Normalizar todas as amostras para 1,0 mg.ml- (diluir em PBS) 
2 – Pipetar 990 µL de meio de reação em cubeta de quartzo (em triplicata) 
3 – Pipetar 10 µL da amostra 
4 – Misturar por inversão  
5 – Medir imediatamente a absorbância a 240 nm (tempo total = 60 s, intervalos = 1 
s) em espectrofotômetro de cubeta (os valores de ABS deverão diminuir com o 
tempo) 
 
Sistema de reação (50 ml)5 
- 2,5 ml de Tampão Tris-HCl 1,0 M, EDTA 5,0 mM, pH 8,0 (pode ser estocado) 
- 47,32 ml de água desionizada 
- 180 μl de H2O2 (30%, d=1,1 g.ml-1, MM = 34 g.mol-1) 
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ANEXO 16 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
glutationa-S-transferase (GST)  
 
KEEN, J. H.; HABIG, W. H.; JAKOBY, W. B. Mechanism for Several Activities of the 
Glutathione S transferases. Journal of Biological Chemistry. v. 251, p. 6183-6188, 
1976. 
 
Princípio do Método: 
 O método baseia-se na conjugação entre CDNB e GSH, uma reação 
catalisada pela GST. O produto formado nessa reação é um tioéter que absorve luz 
a 340 nm. 
 
Reagentes: 
- Tampão fosfato de potássio 0,1 M, pH 6,5 
- PBS, pH 7,2 
- Glutationa (GSH) 
- 1-cloro-2,4-dinitrobenzeno (CDNB) 
 
Procedimento: 
1 –Normalizar todas as amostras para 1,0 mg/ml (diluir em PBS) 
2 – Pipetar 20 µL de tampão fosfato de potássio (branco) em microplaca de 96 poços 
(em triplicata) 
3 – Pipetar 20 µL da amostra em microplaca de 96 poços (em triplicata) 
4 - Pipetar 180 µL de meio de reação (com micropipeta multicanal)6 
5 – Medir imediatamente a absorbância a 340 nm (tempo total = 300 s, intervalos = 
20-50 s; os valores de ABS deverão aumentar com o tempo) 
 
Sistema de reação (para 100 poços = 20 ml) 
- 0,0093 g de GSH  
- 0,0122 g de CDNB (diluir inicialmente em 1 ml de etanol PA) 




ANEXO 17 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
glutationa redutase (GR)  
 
SIES, H. Oxidative stress: oxidants and antioxidants. Experimental Physiology.  v. 82, 
p. 291-295, 1997 
 
Princípio do Método: 
 O método baseia-se na redução da glutationa dissulfeto (GSSG) pela GR, 
formando glutationa reduzida (GSH), com o consumo de NADPH. A redução da 
absorbância foi acompanhada em =340 nm. ε NADH = 6,22 mM-1.cm-1 
 
Reagentes: 
- Tampão fosfato de potássio 0,1 M, EDTA 5,0 mM, pH 7,6 
- PBS, pH 7,2 
- Glutationa dissulfeto (GSS) 
- Nicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato reduzido (NADPH) 
 
Procedimento: 
1 –Normalizar todas as amostras para 4,0 mg/ml (diluir em PBS) 
2 - Pipetar 50 µL do sobrenadante da amostra (em triplicata) em microplaca de 96 
poços 
3 - Pipetar 50 µL de PBS (branco, em triplicata) em microplaca de 96 poços 
4 – Pipetar 150 µL de meio de reação (com micropipeta multicanal) 7 
5 - Medir o decréscimo na absorbância imediatamente a 340 nm (tempo total = 10 
min, intervalos = 40 s) em espectrofotômetro de microplaca. 
 
Meio de reação (para 100 poços, 16 ml) 
- 0,0089 g de NADPH (MM = 833,4 g.mol-1) 
- 0,0653 g de GSSG (MM = 612,63 g.mol-1) 




ANEXO 18 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de atividade da 
glutationa peroxidase (GPx)  
 
WENDEL, A. Glutathione peroxidase. Methods in Enzymology. v. 77, p. 325-333, 
1981.  
Princípio do Método: 
 O método baseia-se na medida do decréscimo de absorbância a 340 nm, 
promovido durante a redução da GSSG, catalisada pela GR, em presença de 
NADPH. A velocidade de oxidação do NADPH é proporcional à velocidade de 
produção de GSSG a partir de GSH, em presença de peróxido, catalisada pela GPx 
(ε NADH = 6,22 mM-1.cm-1). 
 
Reagentes: 
- Tampão fosfato de sódio (0,1 M, pH 7,0) 
- Solução de H2O2 (5 mM) – preparar no dia 
- PBS, pH 7,2 
- Glutationa reduzida (GSH) 
- Nicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato reduzido (NADPH) 
- Glutationa redutase (GR) 
 
Procedimento: 
1 - normalizar todas as amostras para 1,0 mg.ml-1 (diluir em PBS) 
2 - Pipetar 20 µL do sobrenadante da amostra (em triplicata) em microplaca de 96 
poços 
3 - Pipetar 20 µL de PBS (branco, em triplicata) em microplaca de 96 poços 
4 – Pipetar 140 µL de meio de reação 1 (com micropipeta multicanal) e aguardar 2 
min 
5 – Pipetar 40 µL de solução com peróxido de hidrogênio (com micropipeta 
multicanal) 
6 - Medir o decréscimo na absorbância imediatamente a 340 nm (tempo total = 180 





Sistema de reação (para 100 poços) 
Meio 1 (14,5 ml) 
- 0,0027 g de azida sódica (MM = 65,01 g.mol-1) 
- 0,0035 g de NADPH (MM = 833,4 g.mol-1) 
- 0,0127 g de GSH (MM = 307,32 g.mol-1) 
- 45 µL de glutationa redutase (GR, 2,7 mg prot.ml-1, 168 U.mg prot-1) 
- 14,45 ml de tampão fosfato de sódio (0,1 M, pH 7,0) 
 
Meio 2 (10 mL - manter protegido da luz) 
- Preparar uma solução contendo 26 µL de H2O2 (~30%, d=1,1 g.mL
-1, MM = 34 
g.mol-1) em 10 mL de tampão fosfato de sódio (0,1 M, pH 7,0).  




ANEXO 19 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de tiois não 
proteicos, inclusive glutationa (GSH)  
 
SEDLAK, J.; LINDSAY, R. H. C. Estimation of total, protein bound and nonprotein 
sulfhydryl groups in tissue with Ellmann’s reagent. Analytical Biochemistry. v. 25, 
p. 192–205, 1968  
Princípio do método: 
 O método baseia-se na precipitação de proteínas e posterior reação de tióis 
não protéicos com o DTNB gerando um produto que absorve luz a 415 nm. 
 
Reagentes: 
- Água desionizada 
- PBS, pH 7,2 
- Tampão tris-base a 0,4 M, pH 8,9 
- Ácido 5,5'-ditiobis-2-nitrobenzóico (DTNB) 




1 – Adicionar 50 µL da solução de ácido tricloroacético a 50% aos 200 μl do 
sobrenadante ainda congelado do tecido ([proteínas] > 5 mg.ml-1). Para o branco, 
pipetar 50 µL da solução de ácido tricloroacético a 50% em 200 µL de PBS 
2 – Misturar bem 
3 - Centrifugar a 5000 g por 10 min e 4 °C 
4 – Pipetar 50 µL do branco em microplaca em triplicata 
5 – Pipetar 50 µL da curva-padrão em microplaca em triplicata (preparada em 
separado) 
6 – Pipetar 50 µL do sobrenadante das amostras em microplaca em triplicata 
7 – Adicionar em todos os poços utilizados 230 µL do tampão Tris-base 0,4 M, pH 
8,9 
8 – Adicionar em todos os poços utilizados 20 µL de solução de DTNB 
9 – Aguardar 5-10 min a temperatura ambiente 




Soluções necessárias (para 100 amostras + 2 brancos + curva-padrão) 
 
1. Solução de ácido tricloroacético a 50% (10 mL) 
-  5 g de ácido tricloroacético em 10 mL de água desionizada 
 
2. Solução de DTNB (8 mL) 
- 0,0079 g de ácido 5,5'-ditiobis-2-nitrobenzóico (DTNB, MM=396,3 g.mol-1) em 500 
µL de metanol PA. Então, adicionar 7,5 mL de tampão Tris-base a 0,4 M, pH 8,9 
([DTNB] = 2,5 mM). 
 
3. Curva-padrão de GSH (fazer uma curva para cada análise realizada) 
- 0,0012 g GSH (MM = 307,32 g.mol-1) em 976 μL de tampão tris-base a 0,4 M, pH 







a 0,4 M, pH 8,9 
Volume das soluções de GSH 
Volume 
final 
160 μM 1440 μL 60 μL de GSH a 4 mM 1500 μL 
80 μM 750 μL 750 μL de GSH a 160 μM 1500 μL 
40 μM 750 μL 750 μL de GSH a 80 μM 1500 μL 
20 μM 750 μL 750 μL de GSH a 40 μM 1500 μL 
10 μM 750 μL 750 μL de GSH a 20 μM 1500 μL 
5 μM 750 μL 750 μL de GSH a 10 μM 1500 μL 





ANEXO 20 - Protocolo padronizado para a determinação dos níveis de 
malondialdeído (MDA) indicadores de lipoperoxidação 
 
FEDERICI, G.; SHAW, B. J.; HANDY, R. D. Toxicity of titanium dioxide nanoparticles 
to rainbow trout (Oncorhynchus mykiss): Gill injury, oxidative stress, and other 
physiological effects. Aquatic Toxicology. v. 84, p. 415-430, 2007. 
Procedimentos: 
1) Trate 60 μl de amotra com 120 μL TCA 10% 
 
2) Mantenha em banho de gelo por 5 min;  
 
3) Centrifugue a 12000 g por 5 minutos 4ºC  
 
4) Prepare os reagentes:  
 
- BHT em etanol 95% (Fazer na hora do uso) 
 0,0022g BHT-10mL etanol 95%  
 
- TBA 1,3% em NaOH 0,3% (Útil por 1 semana em TºC ambiente)  
 NaOH 0,3% 
  0,03g –10mL água  
 TBA 1,3% 
   0,13g TBA – 10mL de NaOH 0,3%  
 
- PBS (pH = 7,4)  
 
- TCA 50%  
 50g TCA – 100 mL água  
 
5) Prepare a curva de calibração (padrão):  
- Solução estoque 60mM de MDA (Freezer –20ºC)  
 10 µL Sol.estoque + 1990 µL de água = solução 0,3mM de MDA  
Em microtubos, prepare: 
150 
 
[ ] final do padrao 
(µM) 




0,3  1  999  
0,6  2  998  
1,5  5  995  
3  10  990  
6  20  980  
15  50  950  
30  100  900  
 
6) Pipete em cada poço (em triplicata):  
 40 µL do branco (PBS)/padrão/amostra  
 10 µL BHT  
 140 µL PBS (pipeta multicanal)  
 50 µL de TCA 50% (pipeta multicanal)  
 
7) Pipete 75 µL de TBA 1,3% em NaOH 0,3% em todos os poços (pipeta multicanal).  
 
8) Mantenha a placa a 60ºC por 1 hora. 
 





ANEXO 21 - Protocolo padronizado para a determinação do índice de proteínas 
carboniladas (PC) 
 
LEVINE, R. L.; WILLIAMS, J. A.; STADTMAN, E. P.; SHACTER, E. Carbonyl assays 
for determination of oxidatively modified proteins. Methods in Enzymology. v. 233, 
p. 346–357, 1994. 
 
Princípio do Método:  
 A 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH) reage com as cadeias laterais de 
aminoácidos (aldeídos e cetonas) de proteínas carboniladas, formando 
dinitrofenilhidrazonas, detectáveis a 370 nm.  
(ε de hidrazonas = 2,1.104 M-1.cm-1). 
 
Reagentes: 
- PBS 7,2 
- Água destilada 
- Ácido tricloroacético (TCA) 
- 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH) 
- etanol 
- acetato de etila 
- hidrocloreto de guanidina 
 
Procedimento: 
- Normalizar as amostras para a concentração de proteínas de 2,0 mg.mL- 
- Separar a amostra em dois tubos de 2mL (pipetar 100 µL em cada um dos tubos) - 
um tubo para o teste e outro para a amostra 
- Adicionar 500 µL de HCl 2M aos "brancos" 
- Adicionar 500 µL do sistema de reação aos tubos "teste" 
- Incubar a 30-37ºC por 90 min 
- Colocar os tubos em gelo 
- Adicionar 700 µL de TCA 28% 
- Misturar bem em vortex 
- Centrifugar a 9.000 g, 4 °C por 10 min e descartar sobrenadante 
- Ressuspender o pellet em 1.0 ml de solução de etanol/acetato de etila gelado 
152 
 
- Misturar bem em vortex 
- Centrifugar a 9.000 g, 4 °C por 10 min e descartar sobrenadante6  
- Repetir os procedimentos 10, 11 e 12 mais duas a três vezes (até a solução de 
acetato de etila-etanol removida estar transparente) 
- Ressuspender o precipitado em 500 µL de solução de hidrocloreto de guanidina 
- Misturar bem em vortex 
- Centrifugar a 9.000 g, 4 °C por 3 min para eliminar eventual “material não 
solúvel” 
- Pipetar 200 µL das amostras em microplaca (em duplicata) 
- Medir a absorbância a 370 nm 
 
Soluções necessárias (para 50 amostras e seus respectivos brancos) 
1. Solução de HCl 2 M (65 mL) 
- 10,77 mL de HCl concentrado (~12,07 M) em 54,23 mL de água desionizada 
 
2. Sistema de reação (28 ml) 
- 0,0555 g de 2,4-Dinitrofenil-hidrazina (MM = 198,14 g.mol-1) em 28 ml de HCl 2 M 
 
3. Solução de ácido tricloroacético a 28% (75 mL) 
- 21 g de ácido tricloroacético (MM = 163,39 g.mol-1) em 60 mL de água desionizada 
e completar para o volume final de 75 mL. 
 
4. Solução de etanol/acetato de etila 1:1 (500 mL) 
- 250 mL de etanol com 250 mL de acetato de etila 
 
5. Solução de hidrocloreto de guanidina (55 mL) 
- 31,525 g de hidrocloreto de guanidina (MM = 95,53 g.mol-1) em 30 mL de água 
desionizada e completar para o volume final de 55 mL. 
                                                     
6
 cuidar para não eliminar parte do precipitado nesse processo 
